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A Metagenômica permite a aplicação de técnicas de biologia molecular em 
organismos não cultiváveis e têm tido um grande impacto na descoberta de novas 
enzimas. Para identificação de novos genes de enzimas hidrolíticas foram analisadas 
duas bibliotecas metagenômicas: uma do solo da Mata Atlântica paranaense (MAF) e 
outra do solo contaminado por gordura de uma planta de tratamento de resíduos 
industriais (SLP). Essas bibliotecas foram estocadas na forma de conjuntos de clones 
contendo 100.000 e 500.000 clones, respectivamente, com um tamanho médio de 
inserto de 30 kb clonados no vetor fosmidial pCC2FOS. A triagem funcional foi 
realizada em meio sólido LA contendo um substrato específico para proteases (1% 
leite em pó desnatado), amilases (1% amido), celulases (0.2% carboximetilcelulose) 
ou quitinases (2% quitina coloidal). Como resultado foram encontrados 23 clones 
positivos para protease e 17 para quitinase pertencentes às duas bibliotecas. Análise 
de restrição com as endonucleases BamHI e EcoRI revelou três padrões diferentes 
para os clones de protease e quatro padrões para os de quitinase. Todos os clones 
positivos foram retransformados e somente o clone CHI1 manteve atividade 
quitinolítica. Uma sub-biblioteca de CHI1 foi construída em pUC18 e os plasmídeos 
dos subclones com atividade foram purificados e submetidos a mutagênese por 
inserção de transposon. As extremidades dos insertos de DNA de todos os subclones e 
mutantes com inserção de transposon foram sequenciados para obtenção de 
sequências consenso estendidas. A comparação dessas sequências com o GenBank 
através da ferramenta BlastX revelou três genes de quitinase com identidades entre 78 
e 93%  com Chi1 de Aeromonas punctata (Chit1), um endoquitinase básica de A. 
hydrophila (Chit2) e uma quitodextrinase de A. hydrophila subsp. hydrophila (Chit3). 
No PDB poucas estruturas similares estão disponíveis e o programa Modeller foi 
utilizado para construir um modelo de estrutura por homologia somente para o gene 
da Chit1, que apresentou 75% de identidade com a sequência de aminoácidos da 
estrutura de ChiA de Serratia marcescens. Os outros genes apresentaram cerca de 
30% de identidade com Chi2 de Carica papaya e ChiB de S. marcescens, 
respectivamente. Chit1 e 3 pertencem a família 18 das glicosil hidrolases e a análise 
de suas sequências identificou-as como exoquitinases secretadas. Chi2 pertence a 
família 19 das glicosil hidrolases, geralmente encontradas em plantas, e também 
possui um domínio de lisozima que pode fornecer uma atividade antibacteriana. 
Quitinases podem ter atividade antifúngica e antibacteriana, além de serem utilizadas 
na produção de quito-oligômeros e N-acetilglucosamina. Essas moléculas são 
aplicadas como promotores de crescimento em plantas, imunoestimuladores, agentes 
antitumorais e antibacterianos. Os três genes de quitinases são novos e possuem 
potencial de aplicação como agentes de biocontrole e na produção de derivados de 












Metagenomics allows the application of molecular genomics to consortia of non-
cultivable microbes and has had substantial impact on the discovery of novel 
industrial enzymes. In order to identify new genes of hidrolytic enzymes we screened 
two fosmid metagenomic libraries; one from Atlantic Forest soil (MAF) and another 
from an animal fat-contaminated soil from an industrial wastewater treatment plant 
(SLP). These libraries were stored as pools and have 100,000 and 500,000 clones, 
respectively, with an average insert size of 30 kb cloned into the pCC2FOS fosmid 
vector. Functional screening was carried out on LB agar plates containing specific 
substrates for proteases (1% skimmed milk), amylases (1% starch), cellulases (0.2% 
carboximethylcellulose) and chitinases (colloidal chitin). As a result, 23 protease 
positive and 17 chitinase positive clones were found in the SLP and MAF libraries. 
Restriction analysis with BamHI and EcoRI endonucleases revealed three different 
restriction patterns among the protease activity bearing fosmids and four patterns 
among those conferring chitinase activity. All positive clones were retransformed and 
only clone CHI1 retained chitinase activity. A plasmid sub-library of CHI1 was 
constructed in pUC18 and subclone plasmids with activity were purified and 
submitted to transposon insertion mutagenesis. All subclones and transposon 
insertions mutants were sequenced. Contigs obtained were analysed with BlastX and 
three chitinases genes were found revealing identities between 78 and 93% with 
chitinase 1 from Aeromonas punctata (Chit1), basic endonuclease from A. hydrophila 
(Chit2) and chitodextrinase from A. hydrophila subsp. hydrophila (Chit3). On PDB 
few similar structures were available and the Modeller software was used to construct 
an homology structure model for Chit1 gene that presents 75% identity with ChiA 
from Serratia marcescens. Other genes had 30% similarity to structures of Chi2 from 
Carica papaya and ChiB from S. marcescens, respectively. Chit1 and 3 belong to 
glycosil hydrolases family 18, and sequence analysis identified them as secreted 
exochitinases. Chi2 belongs to glycosil hydrolases family 19, generally found in 
plants, and also have a lysozyme domain that can provide an antibacterial activity. 
Chitinases may have antifungal and antibacterial activity and are used on 
chitooligomers and GlcNAc production. These compounds are applied as growth 
promoters in plants, imunoenhancers, antitumoral and antibacterial agents. The three 









Há muito tempo enzimas são utilizadas em processos biotecnológicos. A 
demanda por novas enzimas, para melhorar processos existentes ou estabelecer novos 
processos, cresce na indústria em relação aos métodos de síntese orgânica tradicionais, 
dado às características das reações enzimáticas como condições brandas de reação, 
compatibilidade com o ambiente, quimio-, regio- e enantioseletividade (SCHMID et al., 
2001).  
Apesar disso, a expansão da biocatálise comercial é frequentemente limitada 
devido à falta de enzimas para aplicações específicas ou seu baixo desempenho. 
Estratégias de otimização de enzimas por técnicas, tais como planejamento racional de 
proteínas e evolução direta, têm sido utilizadas (BORNSCHEUER e POHL, 2001; 
LUTZ e PATRICK, 2004; CHICA, DOUCET e PELLETIER, 2005). Outra abordagem 
de grande potencial é a procura de novas enzimas na diversidade natural.  
A evolução através de longos períodos de tempo tornou os micro-organismos 
aptos a se desenvolverem em diferentes condições ambientais. Essas adaptações podem 
resultar em produção de enzimas e compostos bioativos úteis em diversos processos 
tecnológicos. Entretanto a maior parte dos micro-organismos não são cultiváveis em 
laboratório, assim uma gama enorme de diversidade é perdida quando apenas os 
métodos convencionais de isolamento são utilizados na procura de enzimas e compostos 
bioativos (LORENZ e SCHLEPER, 2002). 
Técnicas independentes de cultivo são uma alternativa aos métodos tradicionais 
de bioprospecção e envolvem a extração do DNA de amostras de um ambiente e sua 
clonagem em vetores para construir as chamadas bibliotecas metagenômicas. Essas 
bibliotecas podem ser analisadas para identificação de novos genes e vias metabólicas 
por comparação de sequências em banco de dados ou seleção de proteínas ou fármacos 
produzidos pelo hospedeiro (LORENZ e SCHLEPER, 2002). Dessa forma, cerca de 
99% dos micro-organismos não detectados no isolamento convencional, podem ter seus 
genomas analisados na procura  por novas biomoléculas e na geração de conhecimento 
da ecologia microbiana (WOLFGANG et al., 2004).  
Nesse trabalho foram selecionados clones em bibliotecas metagenômicas de solo 
da Mata Atlântica e da lagoa de tratamento de efluentes da Perdigão de Carambeí-PR 
que apresentaram atividade de hidrolases de interesse comercial como: celulases, 




2. REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 
 
2.1 Importância da Metagenômica 
 
Enzimas com características especiais como alta termoestabilidade, 
enantioseletividade e tolerância a solventes orgânicos são requeridas nos processos 
industriais. Devido a exigência de cada vez mais melhorar o desempenho desses 
processos na indústria, enzimas com novas características necessitam ser descobertas ou 
desenvolvidas. Nesse sentido, a metagenômica é uma ferramenta reconhecidamente 
eficiente na busca por genes que codifiquem hidrolases com características especiais e 
superiores em relação às atuais. 
A metagenômica é resultante da quebra de paradigmas nos procedimentos 
tradicionais de seleção e cultivo de micro-organismos. Tradicionalmente, a busca por 
um micro-organismo que apresente características especiais é iniciada pela etapa de 
triagem, ou seja, pelo isolamento e seleção de micro-organismos com propriedades 
desejadas. Este procedimento depende de técnicas de isolamento e cultivo de micro-
organismos em meios sintéticos, onde apenas micro-organismos cultiváveis em 
laboratório podem ser detectados e, consequentemente, somente estes têm sido 
explorados. É justamente nesta etapa inicial de triagem que reside a maior limitação 
desta metodologia, pois se a ciência atual é capaz de cultivar 3000 espécies de bactérias 
em meios de cultura artificiais, a vasta maioria, provavelmente mais de 99%, permanece 
inexplorada, pois são compostas por micro-organismos cujas condições de cultivo não 
são conhecidas ou são parasitas obrigatórios (SASSON et al., 2005; HANDELSMAN et 
al., 1998). A metagenômica pretende tornar possível o estudo destes micro-organismos.  
O termo Metagenômica foi primeiramente usado por Jo Handelsman 
(HANDELSMAN et al., 1998) e atualmente é definido como ―a aplicação de técnicas de 
genômica moderna para o estudo de comunidades de micro-organismos diretamente em 
seus ambientes naturais, sem a necessidade de isolamento e cultivo em laboratório das 
espécies individuais‖.  
A técnica consiste na seleção e coleta de amostras do ambiente e na extração dos 
fragmentos de DNA. Essa extração pode ser de forma direta, quando a lise celular é 
feita com toda a amostra (OGRAM et al., 1987), ou de forma indireta, quando é feita a 
separação das células do meio e posteriormente é realizada a lise celular (HOLBEN et 




outros fragmentos de DNA, denominados vetores de clonagem, formando uma molécula 
de DNA, com capacidade independente de replicação, denominada DNA recombinante, 
e, finalmente, essas moléculas de DNA são transformadas em uma bactéria hospedeira 
cultivável em laboratório, originando uma coleção de clones denominada biblioteca 
metagenômica. Os clones são submetidos à etapa de triagem para a propriedade 
desejada, como produção de antibióticos, biosurfactantes ou enzimas como proteases, 
celulases, amilases ou quitinases (Figura 1; SINGH, 2009a).  
Mas a metagenômica não é utilizada apenas para identificar um gene funcional, 
também tem sido utilizada para estimar a diversidade microbiana, entender a dinâmica 
populacional de uma comunidade ou obter o genoma completo de um organismo não 
cultivável (RAJENDHRAN e GUNASEKARAN, 2008). 
 
FIGURA 1 - ETAPAS DA METAGENÔMICA 
 
A técnica da metagenômica envolve os seguintes passos: 1) coleta das amostras de um 
determinado ambiente; 2) extração do DNA das amostras; 3) clonagem do DNA em um vetor; 
4) transformação do DNA recombinante em uma célula hospedeira; 5) triagem por característica 
expressa ou por semelhanças de sequências. 
  
Uma biblioteca genômica é o conjunto de clones recombinantes que representam 
todo o DNA genômico de um organismo individual. Já na biblioteca metagenômica, o 
conjunto de clones recombinantes contém parte do DNA presente em determinado 
ambiente ou amostra, não sendo possível garantir que todo o DNA de todas as espécies 
estejam presentes na biblioteca. O objetivo da metagenômica é a obtenção de um 
número suficiente de clones para a identificação de genes que codifiquem enzimas que 




obtenção de uma via metabólica inteira. Bibliotecas metagenômicas podem ser 
multiplicadas e mantidas por muitos anos (BROWN, 2003). 
A enorme diversidade biológica e molecular que se torna acessível pela técnica 
da metagenômica é verdadeiramente surpreendente. Um grama de solo de floresta 
contém 40 milhões de células procarióticas, podendo chegar a 2 bilhões em solos 
cultivados, sendo o número de genomas procarióticos distintos estimado entre 2000 e 
18000 por grama de solo. Estes números podem estar subestimados, pois genomas que 
representam espécies raras e desconhecidas podem ter sido excluídos das análises 
(DANIEL, 2005).  
A partir da tecnologia de metagenômica e da enorme diversidade microbiológica 
disponível, é possível que um gene antes desconhecido, pertencente a um micro-
organismo não cultivável encontrado em solo brasileiro, capaz de codificar uma 
importante hidrolase, seja inserido em uma bactéria como Escherichia coli e o clone 
resultante cultivado para a produção industrial de uma nova enzima. A enzima e o gene 
obtidos a partir da metagenômica podem ser patenteados e a tecnologia desenvolvida 
pode ser transferida para o setor produtivo (SHORT, 2004). 
A metagenômica tem sido foco de intensa pesquisa a nível mundial, porém 
apenas países com forte investimento em tecnologia de ponta tem se destacado. Estados 
Unidos, Alemanha, França, Inglaterra, China e Coréia do Sul são os países com o maior 
número de publicações na área (Web of Science, 2011). 
Os primeiro trabalhos sobre metagenômica surgiram no final da década de 90 
(HANDELSMAN et al., 1998) e, desde então, o número de publicações sobre esse 















FIGURA 2 - ARTIGOS RELACIONADOS À METAGENÔMICA 
 
Número de artigos publicados por ano de 1998 a 2010 relacionados a metagenômica. A palavra-
chave ―metagenomic‖ foi utilizada para a pesquisa de artigos. Fonte: Science Direct e Web of 
Science.  
 
Os artigos relacionando a procura por enzimas em bibliotecas metagenômicas 
ainda são poucos. As carboidrases estão em evidência devido ao seu grande uso na 
indústria e a constante necessidade de enzimas com características peculiares para serem 
usadas em processo novos ou aprimorando os processos já existentes. O recente 
interesse na produção de biocombustíveis e a utilização de materiais celulósicos para a 
produção de etanol estimularam a pesquisa e busca por novas celulases (Figura 3; 
ZHANG et al., 2006).  
A maioria dos artigos envolvendo quitinases de organismos não cultiváveis 
encontram novos genes em ambientes aquáticos. Cottrell et al. (1999), encontraram 23 
clones com atividade quitinolítica em uma biblioteca metagenômica plasmidial de DNA 
da água da costa e do estuário de Delaware, EUA. Entre esses clones encontraram 
exoquitinases, quitobiosidases e uma endoquitinase por análise da atividade dos extratos 
protéicos de cada clone. Em 2006, LeCleir et al. encontraram uma nova quitinase da 
família 20 das glicosil hidrolases em uma biblioteca do estuário de Dean Creek, nos 
EUA.  
Alguns estudos analisam sequências parciais de quitinases amplificadas por 
PCR. LeCleir et al. (2004) analisaram 108 sequências com cerca de 900 pb provenientes 
de diversos ambientes aquáticos dos EUA. Hjort et al. (2009) obtiveram 64 sequências 
que continham cerca de 240 pb e foram obtidas do DNA de solo supressivo a 




quitinases bacterianas de solo arado provenientes de diversas localidades do Japão com 
501 sequências de cerca de 400 pb. 
 
FIGURA 3 - ARTIGOS RELACIONADOS A ENZIMAS COM ABORDAGEM 
METAGENÔMICA 
 
Número de artigos publicados entre 1998 e 2010 com abordagem metagenômica na procura por 
novas enzimas. Foram utilizadas as palavras-chave ―metagenomic‖ ou ―metagenome‖ ou 
―uncultured‖ e ―lipase‖, ―cellulase‖, ―protease‖, ―amylase‖, ―chitinase‖ ou ―phytase‖. Fonte: 
Web of Science. 
 
2.1.1 Identificação de Clones Ativos na Biblioteca Metagenômica 
 
A metagenômica fornece duas abordagens para a triagem de novas 
biomoléculas: a procura na informação genética por sequenciamento e PCR e a procura 
por clones funcionais. Na primeira abordagem sequências conservadas homólogas para 
uma determinada função ou proteína são procuradas nos dados de sequenciamento, 
muitas enzimas foram descobertas assim, incluindo quitinases e lipases (FERRER et al., 
2009; LEFEVRE et al., 2007). Mesmo assim, essa abordagem depende da 
disponibilidade de dados de sequências homólogas conservadas além de falhar na 
identificação de novas enzimas com a mesma função, mas estruturas e sequências 
diferentes das enzimas conhecidas (SINGH, 2009a).   
A segunda abordagem consiste em testar os clones para uma atividade em 
particular, como reações de catálise enzimática ou propriedades atribuídas a um 




triagem de milhares a milhões de clones para a função desejada. A E. coli é o 
hospedeiro escolhido quando uma biblioteca metagenômica ampla e complexa é 
desejada, devido a sua estabilidade genética e excelente competência de transformação. 
Porém a expressão de genes heterólogos pode ser ineficiente no hospedeiro utilizado, 
sendo outro problema na triagem funcional (SINGH, 2009a; LORENZ et al., 2002).  
A maior parte dos artigos publicados abordando a procura de enzimas novas em 
bibliotecas genômicas utiliza o método de seleção funcional ao invés da seleção por 
sequências similares (Tabela 1). Com a seleção funcional, há um grande potencial em 
adquirir novas enzimas com sequências totalmente desconhecidas e a garantia de obter 
apenas enzimas ativas.  
A maneira mais fácil para uma abordagem funcional é uma reação que produza 
cor, na qual a enzima alvo converta um substrato incolor em um colorido, ou vice-versa 
(SINGH, 2009b). Na triagem com placas de Petri, a degradação do substrato da enzima 
pode ser uma forma de selecionar os clones positivos. Quando ocorre a expressão da 
enzima, o seu substrato, contido no meio, é degradado formando um halo ao redor da 
colônia, que poderá ser visualizado utilizando um corante específico, como no caso da 






















TABELA 1 - PUBLICAÇÕES COM ABORDAGEM METAGENÔMICA NA PROCURA 
POR ENZIMAS 
 
Alguns artigos publicados que utilizam bibliotecas metagenômicas para a triagem de hidrolases. 
Busca realizada no site do Web of Science em dezembro de 2010. 
 
2.2 Importância das Enzimas na Indústria 
 
2.2.1 A Demanda Mundial por Enzimas 
 
A empresa The Freedonia Group Inc., especializada em pesquisa de mercado no 
ramo industrial,  elaborou um estudo ―World Enzymes Market‖ no qual indica que a 




de 7 bilhões de dólares em 2013. A Figura 4 mostra a demanda mundial de enzimas de 
1999 a 2009. Com a crise mundial em 2009 houve uma desaceleração em todos os 
campos da economia, mas já ocorre uma lenta recuperação dos países desenvolvidos. As 
economias emergentes serão as primeiras a lucrar com essa tecnologia devido a rápida 
recuperação da crise, o acelerado crescimento econômico e aumento do PIB. Nas 
economias mais avançadas como a dos EUA, Europa Ocidental e Japão, a maturidade 
de determinados mercados, como o de alimentos, bebidas e detergentes, tende a limitar 
os avanços nesta área, exceto para as novas oportunidades geradas pela biocatálise 
enzimática, sobretudo as empregadas na indústria farmacêutica. Enzimas especializadas, 
como os biocatalisadores empregados na produção de fármacos, devem crescer mais 
rapidamente do que as enzimas de aplicação industrial, embora o mercado de 
alimentação animal deva continuar em forte crescimento generalizado, principalmente 
nos países emergentes da Ásia, impulsionado em grande parte pelo aumento do uso da 
enzima fitase (ALLBUSINESS, 2004). 
Historicamente, a demanda por enzimas tem se concentrado nas economias mais 
desenvolvidas devido ao alto valor agregado da natureza das enzimas e da elaborada 
tecnologia necessária para o seu desenvolvimento, produção e aplicação. Todavia, 
países como China, Índia e Coréia do Sul, os quais têm emergido como grandes centros 
industriais possuidores de grandes programas de pesquisa e desenvolvimento, deverão 
ter atuação destacada no mercado mundial neste setor (ALLBUSINESS, 2004). 
A demanda mundial por enzimas teve um grande crescimento de 2003 a 2008, 
devido ao lançamento bem sucedido de fármacos contendo enzimas e do rápido 
aumento dos preços da energia mundial, que torna os processos e produtos utilizando 
enzimas de melhor custo efetivo (REPORTLINKER, 2009). 
A Novozymes atualmente lidera o fornecimento de enzimas para o mercado 
alimentício. Entretanto, a Danisco tem buscado a liderança no mercado desde 2005 com 
a aquisição da Genencor, que passou a ser uma divisão da Danisco. A Cargil, maior 
fornecedora de matéria prima para indústria alimentícia e de bebidas, entrou no mercado 
em 2006 com a aquisição da divisão de aditivos alimentares da Degussa. Outros 
fornecedores de expressão no setor incluem AB Enzymes, Amano Enzyme, Chr. 







FIGURA 4 - DEMANDA MUNDIAL POR ENZIMAS 
 
Demanda mundial por enzimas e em diferentes regiões do mundo entre os anos de 1999 e 2009. 
Fonte: ALLBUSINESS, 2004. 
 
Carboidrases e proteases são as principais enzimas empregadas na alimentação 
animal. Proteases, amilases, lipases e celulases são frequentemente usadas em produtos 
para limpeza. A produção de químicos é um importante mercado tendo álcool 
fermentado como produto principal seguido por fármacos (esteróides e antibióticos), 
aminoácidos, proteínas, lipídios (triglicerídeos, fosfolipídios), têxteis e pele animal. No 
segmento têxtil, as celulases e amilases são as enzimas mais empregadas. No segmento 
de papel e celulose, que responde por 6% do mercado global, o uso mais notável é o da 
enzima xilanase empregada no pré-branqueamento da polpa de celulose ao invés de 
outros produtos químicos. A enzima amilase também é empregada neste segmento 
(HASAN, SHAH e HAMEED, 2006).  
 
2.2.2 Aplicações Industriais de Hidrolases 
 
A maioria das enzimas relevantes para a indústria são de origem microbiana, por 
isso a procura por novas enzimas microbianas é um ponto importante para o 
desenvolvimento dos bioprocessos industriais (UCHIYAMA e MIYAZAKI, 2009). 
As enzimas mais utilizadas na indústria são hidrolases, enzimas que catalisam a 
quebra de polímeros utilizando a água. O interesse da pesquisa acadêmica com enzimas 




número de artigos publicados (Figura 5). Mas se nota um aumento de interesse em 
outras enzimas como quitinase e fitase a partir da década de 90 (Figura 6).  
 
FIGURA 5 - ARTIGOS RELACIONADOS A ENZIMAS 
 
Número de artigos publicados nas décadas de 70, 80, 90 e de 2010 relacionados às enzimas 
hidrolíticas. As palavras chaves utilizadas foram: phytase, cellulase, chitinase, amylase e 
protease. Fonte: Web of Science 
 
FIGURA 6 - AUMENTO DE ARTIGOS RELACIONADOS A ENZIMAS 
 
Índice de aumento ([X-Y]/Y; X-número de artigos publicados até o final da década 
representada; Y- número de artigos publicados até o final da década anterior) nas décadas de 70, 







As proteases alcalinas bacterianas têm numerosas aplicações em diversos setores 
da indústria. Várias empresas em todo o mundo lançaram com sucesso produtos 
baseados em proteases alcalinas, como a Novo Nordisk (Dinamarca),  Genencor (EUA), 
Solvay (Alemanha) e Nagase Biochemicals (Japão). Na indústria de alimentos e ração 
as proteases são utilizadas na preparação de hidrolisados de proteína derivados de 
caseína, soro de leite ou proteína de soja. A síntese de peptídeos e a indústria de couro 
utilizam-nas como alternativas a compostos químicos (GUPTA et al., 2002).  
O inconveniente da utilização de enzimas é a baixa atividade enzimática em 
condições anidras, por isso é de importância prática descobrir maneiras de ativar 
enzimas em solventes orgânicos (KUMAR e TAKAGI, 1999). Alguns estudos 
demonstraram a capacidade de utilizar proteases em solventes orgânicos para a catálise 
de peptídeos e proteases imobilizadas em suportes insolúveis para a síntese de peptídeos 
(GOLOLOBOV et al. e WILSON et al., 1994).  
Desde 1956, proteases são utilizadas em produtos detergentes retirando o 
material protéico de manchas. Além de seu uso em sabão em pó para roupas as 
proteases estão presentes na formulação de detergentes para louças, detergentes de 
limpeza industrial e solução de limpeza de lentes de contato. Muitos parâmetros são 
avaliados na escolha de uma boa protease para produtos detergentes, como a 
compatibilidade com os componentes do detergente (surfactantes, perfumes e 
descorantes), boa atividade no pH e temperatura de lavagem (alta atividade em 
temperaturas entre 10 e 20ºC), compatibilidade com a força iônica da solução 
detergente, degradação da mancha, potencial de remoção, estabilidade e vida útil 
(SHOWEL,1999; GUPTA et al., 2002). Há sempre a necessidade de novas enzimas com 
novas propriedades que possam aprimorar o desempenho do processo no qual ela atua. 
No tratamento de couro a utilização de proteases é de fácil controle, rápida e 
diminui os resíduos lançados no ambiente (ANDERSEN, 1998). Outros processos que 
utilizam proteases são a decruagem da seda antes do tingimento, o tratamento de 
resíduos industriais e domésticos, a recuperação da prata de filmes fotográficos e de 







Amilases foram introduzidas no processo de produção de xarope de D-glucose 
há pouco tempo, substituindo o método de hidrólise ácida. A partir do amido podem ser 
produzidos xaropes de D-glucose, D-frutose e D-maltose, ciclodextrinas, utilizando as 
ciclodextrinas glicosiltransferases (CGTases), e açúcar cristalizado, através da 
cristalização do xarope de D-glucose. Um inconveniente das α-amilases é que elas não 
possuem atividade em pH abaixo de 5,9 e nas altas temperaturas utilizadas no processo 
de formação do xarope, por isso o pH natural da pasta de amido, pH 4.5, deve ser 
ajustado para pH 6.0 com adição de NaOH. Novas amilases com atividade em pH ácido 
e temperaturas altas facilitariam o processo de produção de xaropes. 
Na panificação, a adição de amilases libera mais açúcares fermentáveis na massa 
aumentando a produção de gás carbônico pelas leveduras do fermento e aprimorando a 
textura do produto final (VAN DER MAAREL et al., 2002).  Além disso, as α-amilases 
aumentam a durabilidade da maciez de produtos assados, mas, quando em grandes 
quantidades na massa, deixa-a com aspecto pegajoso. O responsável por esse efeito é o 
aumento da quantidade de maltodextrinas ramificadas e o uso de enzimas 
desramificadoras, como a pululanase, pode resolver esse incoveniente (DE STEFANIS e 
TURNER, 1981; CARROLL et al., 1987). β-amilases, enzimas ramificadoras e 
desramificadoras, amilases maltogênicas e amiloglucosidases são utilizadas para 
aumentar a vida útil de produtos de panificação.  
Além do seu uso na sacarificação e liquefação do amido, as α-amilases possuem 
aplicações na produção de soluções de amido estáveis e viscosas para a utilização em 
cola de fibras têxteis, clarificação de cervejas e sucos de frutas e o pré-tratamento de 
ração animal para melhorar a sua digestibilidade. Amilases e amiloglucosidases, que são 
ativas em pH ácido, são usadas no processamento de frutas contendo amido, 
especialmente de maçãs durante os primeiros estágios, para prevenir a turvação do suco 
(GRASSIN e FAUQUEMBERGUE, 1996). 
As amilomaltases têm uma aplicação potencialmente interessante na produção 
de géis de amido termo-reversíveis. Um gel de amido não pode ser dissolvido em água 
após ter sido geleificado (retrogradado), mas um gel tratado com amilomaltase pode ser 
dissolvido inúmeras vezes por aquecimento. Não existem amilomaltases disponíveis 




(VAN DER MAAREL et al., 2002). Um campo de aplicação de amilases que cresce é a 
indústria de sabão em pó para roupas e detergente para louças. 
As ciclodextrinas glicosiltransferases podem ser utilizadas na produção de 
ciclodextrinas que têm aplicações em química analítica, agricultura, medicamentos, 
alimentos e cosméticos. O principal problema é que todas as enzimas conhecidas 
produzem uma mistura de ciclodextrinas que devem ser separadas antes da sua 
utilização. Na produção de compostos glicosilados, como o adoçante steviosídeo 
extraído das folhas da planta Stevia rebaudania, as CGTases agem aumentando a 
solubilidade e diminuindo o amargor (PEDERSEN et al., 1995).  
 
2.2.2.3 Celulases e Hemicelulases 
 
O interesse por celulases e polissacaridases relacionadas tem aumentado desde o 
começo da década de 50 devido ao potencial de converter lignocelulose, o material 
biológico mais abundante no planeta, em D-glucose e açúcares solúveis. Pesquisas 
básicas e aplicadas, durante os anos 80 e 90, demonstraram que a bioconversão de 
lignocelulose em açúcares solúveis era, na verdade, difícil e inviável economicamente 
(COUGHLAN, 1985; MANDELS, 1985). Mesmo assim, pesquisas com celulases, 
hemicelulases e pectinases revelaram potencial biotecnológico em várias indústrias, 
como de alimentos, bebidas e vinho, ração animal, têxtil, sabão em pó, amaciante, polpa 
e papel, agricultura, assim como em pesquisa e desenvolvimento (BHAT, 2000).  
Uma combinação de pectinases (pectina liase, pectina metilesterase, endo e 
exopoligalacturonases, pectina acetilesterase, ramnogalacturonase, endo e 
exoarabinases), celulases (endo e exoglucanases e celobiases) e hemicelulases (endo e 
exoxylanases, galactanases, xiloglucanases e manases), coletivamente chamadas de 
enzimas de maceração, são usadas na extração e clarificação de sucos de frutas e 
vegetais (GALANTE et al., 1998; GRASSIN e FAUQUEMBERGUE, 1996). As 
enzimas de maceração ainda são utilizadas para melhorar a estabilidade e textura de 
néctares e purês diminuindo sua viscosidade rapidamente e facilitando sua concentração 
(GRASSIN e FAUQUEMBERGUE, 1996; UHLIG, 1998). Algumas frutas e vegetais 
têm uma melhora de seu aroma e das características voláteis após tratamento com uma 




Uma maior eficiência na extração de óleo de oliva é obtida utilizando uma 
mistura de pectinases, celulases e hemicelulases. Nesse processo as principais vantagens 
da maceração e extração enzimática são o aumento do rendimento de óleo em condições 
de processamento a frio, cerca de 2 kg a mais de óleo por 100 kg de azeitonas, melhor 
fracionamento na centrifugação do mosto oleoso, óleo com altos níveis de antioxidantes 
e vitamina E, baixa indução de ranço e baixo conteúdo de óleo no resíduo aquoso 
(GALANTE et al., 1998).   
Recentemente, hemicelulases, em especial as endoxilanases estão sendo 
utilizadas no melhoramento de produtos de panificação. O mecanismo de ação que 
resulta nesse melhoramento não é bem conhecido, mas se especula que a hidrólise das 
arabinoxilanas presentes na massa pelas endoxilanases facilitaria a redistribuição da 
água na massa e no pão sendo responsável pelos efeitos favoráveis observados no 
manuseio da massa, como volume, textura e estabilidade do pão. Além disso, a 
concentração de arabinoxilooligossacarídeos, que apresentam efeitos benéficos para a 
saúde humana, é maior (POUTANEN, 1997).  
Na fabricação de cerveja, quando é utilizada cevada que não sofreu maltagem 
adequada, estão presentes no mosto polissacarídeos não amílicos, principalmente β-
glucanas solúveis. Durante o processo, esses polissacarídeos formam géis que dificultam 
a filtração do mosto e desenvolvem turvação no produto final. Para resolver esse 
problema β-glucanases microbianas são adicionadas durante a trituração ou fermentação 
primária da cevada (GALANTE et al., 1998). Na produção de vinho, três enzimas são 
utilizadas, pectinases, β-glucanases e hemicelulases, que ajudam na maceração da casca, 
facilitam a clarificação e filtração do mosto e melhoram a qualidade e estabilidade do 
vinho. As β-glucosidases tem sido utilizadas por serem capazes de melhorar o aroma do 
vinho através da modificação de precursores glicosilados naturalmente presentes na 
bebida (GALANTE et al., 1998; CALDINI et al., 1994). 
Anteriormente, o efeito desgastado de roupas jeans e de sarja de Nimes era 
obtido por lavagem com pedras para desgastar o fio e soltar o corante. No processo de 
biopolimento são utilizadas celulases que quebram a fibra do fio liberando o corante. A 
abrasão mecânica da lavagem elimina facilmente o corante. As vantagens do 
biopolimento são diminuir o desgaste das máquinas de lavar causado pelas pedras, 
menor tempo de tratamento, menor resíduo pois o pó do polimento com pedras não é 




automatizar o processo com controle eletrônico de doses quando utilizada uma 
preparação líquida de celulases (GALANTE et al., 1998).  
O maior inconveniente é a tendência do corante liberado redepositar-se no 
tecido, o que mascara o contraste de branco e azul do produto final. Foi reportado que a 
deposição do corante pode ser prevenida adicionando proteases junto à preparação de 
celulase. A razão entre celulase e protease e o pH são críticos para obter o máximo 
benefício neste processo (GALANTE et al., 1998).  
Outros tipos de tecido utilizados em roupas que também possuem celulose, como 
algodão, linho, rami, viscose e lyocell, têm a tendência de produzir felpas e bolinhas na 
sua superfície. O biopolimento é utilizado durante o processamento têxtil para diminuir 
esse efeito. Algumas vantagens são a remoção das fibras soltas na superfície do tecido, 
aparência mais macia e lisa, melhora o brilho e uniformidade da cor, maior 
permeabilidade de umidade, novos e melhores acabamentos e efeitos e menor resíduo 
químico (BHAT, 2000).  
Lyocell é uma fibra de celulose pura da polpa de madeira obtida por 
centrifugação após tratamento com N-óxido-N-metilmorfolina. É uma fibra para 
produção de tecidos, mas deve ser tratada com celulase para obter uma textura mais 
macia e maleável. Novas celulases específicas para a indústria têxtil estão sendo 
desenvolvidas que produzem tecidos macios e sem perda de resistência (GALANTE et 
al., 1998). 
Nos produtos para limpeza de roupas, as celulases ajudam na remoção de 
manchas das fibras do tecido, retiram fibras soltas na superfície restaurando a maciez e a 
cor original do tecido. Apesar de a adição de celulase representar cerca de 0,4% do 
custo do produto, é considerada cara e, por isso são necessárias preparações alternativas 
de celulases para atrair o mercado de sabão e amaciante para roupas. 
Na produção de polpa de celulose e papel, celulases e hemicelulases são 
utilizadas no processo mecânico de refinação e trituração. Estudo utilizando 
celobiohidrolase I de Trichoderma detectou uma redução de 30 a 40% do consumo de 
energia necessária para o processo e melhora na força de tração e qualidades da fibra de 
celulose (PERE et al., 1996). A hidrólise da hemicelulose na polpa por hemicelulases, 
principalmente xilanases, aumenta a extração da lignina da polpa kraft e diminui a 
quantidade de cloro necessária na etapa de branqueamento (SUURNAKKI et al., 




propriedades da fibra melhorando a drenagem e homogeneidade da polpa, o que acelera 
o processo de produção do papel (POMMIER et al., 1990). 
O uso de enzimas na descoloração da polpa de celulose inclui a hidrólise de 
tintas a base de soja por lipases e a liberação da tinta da superfície das fibras por 
celulases, xilanases e pectinases. A principal vantagem em utilizar enzimas na 
descoloração é a não necessidade do uso de álcali no processo. Quando utilizado pH 
ácido na descoloração enzimática, é prevenido o amarelamento alcalino, simplificado o 
processo, modificada a distribuição de tamanho das partículas de tinta e reduzida a 
poluição ambiental. As enzimas ainda melhoram o brilho e resistência da fibra e a 
limpeza da polpa reduzindo partículas finas (PRASAD et al., 1993).  
Durante a produção mecânica de polpa, compostos como resina, lignina e 
hemicelulose são dissolvidos e liberados na drenagem. No branqueamento pectina 
também é liberada. Todos esses componentes causam sérios problemas na produção do 
papel, incluindo deposição de resina, manchas no papel e diminuição da desidratação. 
Utilizando carboidrases para hidrolisar esses componentes espera-se melhorar o 
desempenho da produção do papel (BHAT, 2000). 
 
2.3 Quitinases  
 
2.3.1 Quitina e Quitosana 
 
A quitina é um polímero linear composto por resíduos de N-acetil-D-
glucosamina (GlcNAc) formando ligações β(14) (Figura 7). É o segundo 
polissacarídeo mais abundante do planeta, depois da celulose, estando presente na 
parede celular de fungos e leveduras e no exoesqueleto de artrópodes. É insolúvel em 
água e apresenta duas formas cristalinas polimórficas α e β. A α-quitina é composta por 
cadeias de GlcNAc paralelas e antiparalelas dispostas alternadamente, a β- quitina é 
menos comum e possui cadeias arranjadas em paralelo (MINKE e BLACKWELL, 
1978; GARDNER e BLACKWELL, 1975; AAM et al., 2010). 
A quitosana é a forma deacetilada parcial da quitina, portanto é um 
heteropolímero formado por resíduos de GlcNAc e D-glucosamina (GlcN) (Figura 8). 
Ao contrário da quitina é solúvel em soluções ácidas diluídas. Possui aplicações na 




toxicidade, biocompatibilidade, biodegrabilidade e interessantes  e diversas 
propriedades biológicas e físico químicas (HARISH PRASHNANTH e 
THARANATHAN, 2007; AAM et al., 2010). 
 
FIGURA 7 - ESTRUTURA QUÍMICA DA QUITINA 
 
Fonte: BORGOGNONI et al., 2006. 
 
FIGURA 8 - ESTRUTURA QUÍMICA DA QUITOSANA 
 
Fonte: BORGOGNONI et al., 2006. 
 
Quito-oligossacarídeos (QUOs) são oligômeros produzidos pela hidrólise ácida 
ou enzimática de quitosana. Na hidrólise enzimática são utilizadas glicosil hidrolases 
como quitinases e quitosanases (AAM et al., 2010). 
 
2.3.2 Classificação das Quitinases 
 
Baseado na similaridade da sequência de aminoácidos as quitinases são 
agrupadas nas famílias 18, 19 e 20  das glicosil hidrolases (HENRISSAT e BAIROCH, 




fungos, vírus, animais e algumas de plantas. A família 19 consiste de quitinases de 
plantas e algumas bactérias (HART et al., 1995). A família 20 inclui as β-N-
acetilhexosaminidases de bactérias, streptomicetos e humanos (DAHIYA et al., 2006). 
Perakis et al. (1993) dividiram as quitinases em pertencentes à Classe I e II, que 
correspondem às famílias 19 e 18, respectivamente.  
A aquisição de genes de quitinase da família 19 em bactérias possivelmente 
ocorreu por transferência horizontal dos genes de plantas para Streptomyces, Aeromonas 
e Bacillus (WATANABE et al., 1999). Prakash et al. (2010) corroboram a hipótese de 
transferência horizontal mostrando que a estrutura central principal das quitinases de 
planta e bactéria é conservada. 
Essa classificação também abrange a estrutura e mecanismo de ação das 
quitinases, já que a conservação da sequência refletirá em estruturas similares e os 
mesmos resíduos catalíticos. As quitinases da família 18 possuem um domínio catalítico 
de barril α/β, formado por oito α-hélices e oito folhas-β e domínios não catalíticos de 
ligação a quitina. A reação de catálise retém a configuração anomérica do substrato, 
ocorrendo um mecanismo de duplo deslocamento. Primeiramente o grupo carboxila de 
um resíduo da enzima protona o oxigênio da ligação glicosídica, o grupo acetoamido do 
próprio substrato age com o ataque nucleofílico formando um íon oxazolinium 
intermediário (SASSAKI et al., 2002; HENRISSAT e BAIROCH, 1993). Já as 
quitinases da família 19 possuem domínios ricos em α-hélices e a reação catalítica 
produz mudança da conformação anomérica do substrato envolvendo uma única 
substituição nucleofílica pela molécula de água. São dois resíduos catalíticos com 
grupos carboxílicos, um protona o oxigênio da ligação glicosídica e o outro ativa a 
molécula de água (HENRISSAT e BAIROCH, 1993). 
Como as quitinases de plantas são mais numerosas, elas foram dividas em 5 
classes independente das famílias das glicosil hidrolases. Essas classes são determinadas 
pela sequência N-terminal, pI, localização da enzima, peptídeo sinal e indutores (PATIL 
et al., 2000). Quitinases classe I tem um domínio N-terminal de ligação a quitina rico 
em cisteína e um domínio catalítico C-terminal ligados por um pequeno peptídeo de 10 
a 20 resíduos de aminoácidos. Já as quitinases classe II possuem apenas o domínio 
catalítico homólogo ao da classe I. Quitinases classe IV são homólogas a classe I mas 
menores. Classe III e classe V não apresentam homologia com a classe I, II e IV, mas 
tem sequências similares a quitinases de fungos e bactérias (SEIDL, 2008; 




De acordo com a classificação das glicosil hidrolases de Henrissat e Bairoch 
(1993), enzimas das classes I, II e IV pertencem a família 19, enquanto as classes III e V 
pertencem a família 18.  
Existem classificações diferentes para as quitinases de acordo com a atividade 
enzimática de hidrólise da quitina. Sahai e Manocha (1993) dividem em dois grandes 
grupos. Endoquitinases (EC 3.2.1.14) que clivam aleatoriamente em sítios internos da 
quitina gerando multímeros de GlcNAc de baixo peso molecular, como quitotetrose, 
quitotriose e diacetilquitobiose. Exoquitinases que podem ser divididas em dois 
subgrupos: quitobiosidases (EC 3.2.1.29) catalisam a liberação de diacetilquitobiose a 
partir da ponta não redutora da quitina e β(1,4) N-acetilglucosaminidases (EC 3.2.1.30) 
clivam os oligômeros liberados por endoquitinases e quitobiosidases gerando 
monômeros de GlcNAc. A quitosanase (EC 3.2.1.132) converte a quitosana a resíduos 
de glucosamina (DAHIYA et al., 2006). 
Bassler et al. (1991) descrevem o sistema de degradação da quitina por fungos e 
bactérias. A degradação da quitina inicia pela secreção de quitina depolimerases {EC 
3.2.14; poli[1,4-(N-acetil_β,D-glucosaminida)]glicanohidrolase} que liberam GlcNAc, 
quitobiose e quito-oligossacarídeos. Estes compostos entram no espaço periplasmático 
onde quitodextrinases (EC 3.2.14) e N-acetilglucosaminidases (EC 3.2.1.52; β-N-acetil-
D-hexosaminida N-acetilhexosaminohidroase) agem para formar GlcNAc e em menor 
quantidade quitobiose. Quando transportados para o citoplasma GlcNAc e quitobiose 
são metabolizados ou modificados para uso na parede celular. Alguns micro-
organismos, na maioria fungos, possuem a capacidade de deacetilar a quitina através de 
quitina deacetilases (EC 3.5.1.41; quitina amidohydrolase) formando quitosana, que 
pode ser degradado por quitosanase (EC 3.2.1.132; quitosana N-













FIGURA 9 - DEGRADAÇÃO DA QUITINA EM FUNGOS E BACTÉRIAS 
 
Fonte: HOWARD et al., 2003. 
 
A atividade de cada uma dessas enzimas pode ser explorada para produzir 
compostos derivados de quitina com interesse comercial. 
 
2.3.3 Aplicações das Quitinases 
 
Quitinases podem ser utilizadas como agentes de controle de fitopatógenos, já 
que a parede celular de muitos deles possui quitina. Há muitos estudos utilizando micro-
organismos produtores de quitinases para controlar a infecção por fitopatógenos. 
Enterobacter sp. (DAHIYA et al. 2006), Alcaligenes xylosoxydans (VAIDYA et al. 
2001), Streptomyces lydicus (MAHADEVAN e CRAWFORD, 1997), Aeromonas 
caviae (ORDENTILICH et. al., 1988) são alguns dos micro-organismos com ação 
antagonista a fungos fitopatogênicos. Horsch et al. (1997) sugerem a utilização de N-
acetilhexosaminidase como marcador para produção de antifúngicos de baixo peso 
molecular.  
Apenas a enzima purificada também foi utilizada como antifúngico ou misturada 
a fungicidas e inseticidas para potencializar seu efeito, além de diminuir a concentração 




1998; CHANG, CHEN e WANG, 2003; DEMARCO et al., 2000; GOVINDSAMY, 
GUNARATNA e BALASUBRAMANIAN, 1998). E. coli recombinante produzindo 
uma proteína inseticida Crylc, bem como quitinase, foi utilizada contra larvas de 
insetos. A toxicidade da Crylc teve um grande aumento com a adição da quitinase 
(REGEV et. al., 1996). Mendonsa et al. (1996) observaram que a larva de Aedes aegypti 
é morta utilizando uma preparação bruta de Myrothecium verrucaria, produtor de 
endoquitinase. 
Outra aplicação importante das quitinases é a utilização de resíduos contendo 
quitina, como cascas de camarão e conchas de mariscos, para produção de produtos com 
maior valor agregado. O monômero da quitina, N-acetil-D-glucosamina, é utilizado na 
produção de intermediários químicos e farmacêuticos e em produtos alimentares como 
adoçantes e fatores de crescimento (GYOÈRGY e ROSE, 1955). Processos para a 
bioconversão de conchas em N-acetilglucosamina foram descritos, bem como para 
produção de proteína de leveduras (single cell protein- SCP) (REVAH-MOISEEV e 
CARROAD, 1981; TOM e CARROAD, 1981; COSIO et. al., 1982; VYAS e 
DESHPANDE, 1991). Cody et. al. (1990) sugerem a conversão enzimática de quitina 
em etanol. Cremes e loções antifúngicos e preparações oftalmológicas podem ser 
acrescidas de quitinases e outros microbicidas (DAHIYA et al., 2006). 
 
2.3.4 Aplicações dos Derivados de Quitina 
 
A produção de quitosana e quito-oligossacarídeos (QUOs) também é dependente 
de enzimas quitinolíticas. Muitas das atividades dadas à quitosana, na verdade, são 
devidas aos quito-oligossacarídeos que são formados com a degradação natural da 
quitosana. Uma das suas aplicações é como agentes antibacterianos,  ligando-se a 
proteínas ligadoras de carboidratos, lectinas, que estão presentes na superfície de 
bactérias patogênicas e, dessa forma, impedindo a adesão ao epitélio intestinal e uma 
possível infecção bacteriana (RHOADES et al., 2006).  
Os QUOs têm atividade inibitória de quitinases podendo ser aplicados na 
prevenção da malária e contra asma. Durante o ciclo de vida do parasita da malária, o 
Plasmodium libera quitinases para passar pela matriz periotrófica do mosquito 
hospedeiro, a absorção de QUOs na ingestão de sangue pelo mosquito faria a inibição 




VINETZ et al., 2000). Em um ataque asmático ocorre a super expressão de uma 
quitinase humana, também liberada em inflamações causadas por parasitas, que é uma 
das responsáveis pelo desencadeamento do ataque alérgico, a administração de drogas 
contendo QUOs ajudaria na atenuação da asma (ELIAS et al., 2005; ZHU et al., 2004; 
MUZZARELLI, 2008).  
Outra forma de administração é a terapia gênica. Os QUOs formam complexos 
com DNA plasmidial podendo ser usados como vetores na administração de genes em 
mucosas como o epitélio intestinal e o pulmão (KÖPING-HÖGGÅRD et al., 2003; 
MACLAUGHLIN et al., 1998). Na redução do crescimento de tumores os QUOs ativam 
funções do sistema imune intestinal, a apoptose das células tumorais e inibem a 
angiogênese, formação de novos vasos sanguíneos nas células tumorais (MAEDA et al., 
2004; HARISH PRASHANTH e THARANATHAN, 2005; WANG et al., 2007).  
O aumento da força óssea na osteoporose é proporcionado por quitosana e QUOs  
que ativam a diferenciação de células tronco em osteoblastos, além de aumentarem a 
biodisponibilidade e retenção de Ca
2+
 necessário para a formação da estrutura óssea 
(KLOKKEVOLD et al., 1996; RATANAVARAPORN et al., 2009; JUNG et al., 2006). 
Ainda são usados em curativos, pois os QUOs mimetizam a estrutura ordenada do 
tecido facilitando a agregação de plaquetas e eritrócitos e ainda ativam a atividade 
inflamatória e a colagenase que aceleram a cicatrização (OKAMOTO et al., 2003; 
CHOU et al., 2003; MUZZARELLI, 2009).  Finalmente também possuem  atividade 
antifúngica, os QUOs ligam-se a lipídios da membrana plasmática do fungo levando a 
alterações morfológicas e a ruptura da célula (PALMA-GUERRERO et al., 2009; 















3. JUSTIFICATIVA E OBJETIVOS 
 
Enzimas com novas características são constantemente requeridas nos processos 
industriais. Esse trabalho tem como objetivos encontrar novas enzimas hidrolíticas em 
duas bibliotecas metagenômicas construídas com DNA total extraído de solo da Mata 
Atlântica e da lagoa de tratamento dos efluentes da Perdigão (sede Carambeí-PR).  
Objetivos específicos: 
1. Realizar a triagem de duas bibliotecas metagenômicas para identificar 
clones com atividade de quitinase, fitase, amilase, celulase e protease. 
2. Isolar e sequenciar os fosmídeos recombinantes expressando genes das 



























4. ESTRATÉGIA DE AÇÃO EXPERIMENTAL E METODOLOGIA 
 
Este projeto envolve a busca por clones contendo genes de hidrolases em duas 
bibliotecas metagenômicas, o sequenciamento desses genes e testes de atividade das 
enzimas. Na Figura 10 encontra-se um fluxograma que fornece uma visão geral das 
principais etapas do projeto.  
 
FIGURA 10 - FLUXOGRAMA DAS PRINCIPAIS ETAPAS DO TRABALHO 
 
 
Resumo dos procedimentos realizados em cada etapa: 
 
Etapa 1- Triagem. Meios seletivos foram preparados segundo a literatura (item 
4.2). Foram utilizados os conjuntos de clones das duas bibliotecas para proceder à busca 
(item 4.1). Colônias apresentando halo de hidrólise indicativo das atividades 
enzimáticas de interesse foram coletadas. 
 
Etapa 2- Purificação e Confirmação. Os fosmídeos recombinantes extraídos 
das colônias positivas foram transformados em E. coli EPI300 para confirmação da 
expressão da hidrolase de interesse. Estes foram submetidos à análise de restrição por 





Etapa 3- Quebra mecânica ou nebulização.  O fosmídeo recombinante que 
manteve atividade quitinolítica após retransformação foi escolhido para continuar nas 
etapas seguintes. O DNA extraído foi fragmentado mecanicamente e separado em gel de 
agarose de baixa fusão (LMP) por eletroforese. Os tamanhos de 8, 5 e 3 kb foram 
selecionados para seguir para subclonagem em pUC18 cortado com a enzima de 
restrição SmaI. 
 
Etapa 4- Corte com enzimas de restrição. O mesmo fosmídeo também foi 
cortado com enzimas de restrição e os fragmentos obtidos foram utilizados para 
subclonagem em pUC18 cortado com enzima de restrição referente à do inserto. 
 
Etapa 5- Subclonagem em plasmídeo. As ligações do fosmídeo nebulizado ou 
cortado com enzimas de restrição  com o vetor pUC18 ou pCR
®
4 foram transformados 
em E. coli DH10B. As colônias transformadas foram coletadas em placas de 96 poços e 
repicadas em meio seletivo. Os clones contendo insertos seguiram para as próximas 
etapas. 
 
Etapa 6- Mutagênesis por inserção de transposon. Os clones que 
apresentaram atividade quitinolítica após a subclonagem tiveram seu plasmídeo 
recombinante purificado. Foi realizada reação de inserção de transposon nesses 
plasmídeos e as pontas do transposon inserido foram sequenciadas. Também foi 
realizada inserção de transposon no fosmídeo original e posterior seqüenciamento das 
pontas. 
 
Etapa 7- Sequenciamento. Os subclones e clones com inserção de transposon 
foram sequenciados utilizando os "primers" complementares às sequências das 
extremidades do vetor pUC18 ou do transposon. 
 
Etapa 8- Alinhamento e identificação das sequências em banco de dados. Os 
dados de sequências foram alinhados e os "contigs" gerados foram comparados ao 
banco de dados do ―National Center for Biotechnology Information (NCBI)‖. Foi 
utilizada a ferramenta blastX que compara sequências de nucleotídeos traduzidas com o 




4.1 Bibliotecas Metagenômicas  
 
Foram produzidas bibliotecas metagenômicas em trabalhos anteriores 
desenvolvidos no grupo de pesquisa de Metagenômica do Departamento de Bioquímica 
e Biologia Molecular da UFPR. Uma das bibliotecas foi construída a partir de amostras 
do solo da Mata Atlântica paranaense (MAF) que tiveram seu DNA extraído de forma 
direta  (FAORO, H., 2008). A outra foi construída visando encontrar grandes 
quantidades de lipases e esterases, por isso foi escolhido o solo da lagoa de tratamento 
de uma indústria de laticínios e produtos cárneos (SLP), a Perdigão, com sede no 
município de Carambeí (PR), e suas amostras tiveram seu DNA extraído de forma 
indireta, primeiramente separando as células para depois extrair o DNA (GLOGAUER, 
A., 2008). Insertos de cerca de 40 kb foram inseridos em vetores fosmídeos, pCC2FOS 
de cópia única e mantidos na célula hospedeira E. coli EPI300. As bibliotecas foram 
armazenadas em forma de conjuntos de clones em glicerol 25% a -20ºC. O conjunto de 
clones de MAF continha 100.000 clones e de SLP 500.000 clones. A recuperação foi 
feita inoculando 2 mL de cada conjunto em 50 mL de LB Cm12,5 (cloranfenicol 12,5 
µg/mL). As culturas foram incubadas durante a noite a 37ºC e 150 rpm chegando à 
D.O.600 ~ 1,5. Foram feitas diluições sucessivas até 10
-7
 vezes que foram inoculadas nos 
meios seletivos. 
 
4.2 Estirpes e Vetores 
 
Foram utilizadas as estirpes de E. coli DH10B como hospedeira para os 
plasmídeos pUC18 e pCR
®
4 Blunt-TOPO e a estirpe EPI300 como hospedeira do 












TABELA 2 - ESTIRPES E VETORES UTILIZADOS 
Estirpe Genótipo e/ou Fenótipo Referência 
DH10B 
F- mcrA ∆(mrr-hsdRMS-mcrBC) φ80lacZ∆M15 
∆lacX74 recA1 endA1 araD139 ∆(ara, leu)7697 










 mcrA Δ(mrr-hsdRMS-mcrBC) Φ80dlacZΔM15 
ΔlacX74 recA1 endA1 araD139 Δ(ara, leu)7697 
galU galK λ
-









LacZ KmR AmpR Invitrogen 
pUC18 LacZ AmpR Fermentas 
pCC2FOS CmR F- oriV cos P1 loxP T7 Epicentre 
 
4.3 Meios de Cultivo 
 
O crescimento bacteriano foi realizado em meio liquido Terrific Broth (TB) ou 
Luria-Bertani (LB) (SAMBROOK et al., 1989) contendo 250 µg/mL de ampicilina para 
os plasmídeos ou 12,5 µg/mL de cloranfenicol para o fosmídeos. As culturas foram 
incubadas em agitador a 37ºC e 180 rpm durante a noite. Para cultivo em meio sólido foi 
utilizado o meio LB acrescido de 15 g/L de agar denominado LA (SAMBROOK et al., 
1989) contendo o antibiótico necessário. As placas foram incubadas em estufa a 37ºC. 
No preparo de células eletrocompetentes foi utilizado o meio SOB 
(SAMBROOK et al., 1989) para o cultivo e o meio SOC para a recuperação. A Tabela 3 








TABELA 3 - COMPOSIÇÃO DOS MEIOS DE CULTURA 
LB* g/L 





Extrato de Levedura 24 g/L 
Triptona 12 g/L 
Glicerol 4 mL/L 

















O pH foi ajustado para 7 com NaOH 2M 
 
4.4 Meios Seletivos para Triagem de Hidrolases  
 
Foram utilizados meios seletivos para identificar a produção das hidrolases 
selecionadas nos clones das duas bibliotecas metagenômicas. Esses meios de seleção 
foram baseados em trabalhos já descritos, posteriormente citados, para a procura de 
clones positivos em bibliotecas de E. coli (Tabela 1). Também foi levada em 
consideração a disponibilidade dos componentes no laboratório.  
O meio base utilizado foi o Luria-Bertani Agar ou LA modificado 
(SAMBROOK et al., 1989). Foi excluído o cloreto de sódio do meio e diminuídas as 
concentrações de peptona e extrato de levedura para estimular a expressão das 
hidrolases (5 g/L Peptona; 3 g/L Extrato de Levedura; 13 g/L Agar).  
Ao LA é adicionado o substrato para a enzima a ser procurada. Protease, 1% de 
leite em pó desnatado (m/v); amilase, 1% de amido solúvel (m/v); celulase, 0.2% de 
CMC (m/v) e quitinase, quitina coloidal 2% (preparo indicado no item 4.2.5). Foram 
adicionados também antibiótico cloranfenicol 12,5 µg/mL, correspondente à resistência 





Os métodos baseiam-se na hidrólise do substrato pela enzima correspondente e 
visualização de um halo, ao redor da colônia capaz de expressar a enzima, que pode ser 
translúcido, quando o meio é opaco, ou torna-se evidente após coloração do meio.  
As placas contendo os meios foram inoculadas diretamente com o conjunto de 
clones recuperado. A diluição do conjunto escolhida considerou o maior número de 





O meio LA Leite 1% é opaco, por isso o halo é visível sem coloração após, 
aproximadamente, 3 dias de incubação (Figura 11). O meio é preparado como descrito 
por Jones et. al. (2007).  
 
FIGURA 11 - MEIO SELETIVO PARA PROTEASE LA LEITE 1% 
CONTENDO CLONES POSITIVOS 
 
Os halos de hidrólise visíveis sem coloração. Clones positivos isolados por GLOGAUER, 2008. 
Foto tirada no presente trabalho. 
 
É preparada uma solução de leite em pó desnatado 10% (m/v) homogeneizada 
em misturador e autoclavada separadamente do meio LA. Após autoclavagem, a solução 
de leite 10% é adicionada ao meio LA para concentração final de 1% (v/v) e o 
antibiótico necessário é adicionado. Os halos de hidrólise das proteínas do leite são 







O meio LA amido 1% é corado com solução de iodo KI:I2 (2:1) como mostrado 
na Figura 12. O preparo do meio foi feito como descrito por Lämmle et. al. (2007).  
 
FIGURA 12 - MEIO SELETIVO PARA AMILASE LA AMIDO 1% CONTENDO 
CLONE POSITIVO 
 
Os halos de hidrólise visíveis após coloração com solução de iodo. Clone positivo isolado por 
COUTO, 2010. Foto tirada no presente trabalho. 
 
O meio LA é misturado à quantidade correspondente a 1% (m/v) de amido 
solúvel ou amido de milho (maizena) dissolvido em água quente com auxílio de um 
misturador até a mistura ficar homogênea, o meio é então autoclavado. O halo aparece 
entre 3 a 5 dias de incubação a 30-37°C. O meio com amido de milho é levemente mais 
opaco e em alguns casos o halo pode ser visto sem coloração. Para melhor visualização 
do halo, a placa pode ser corada com solução de iodo KI:I2 (2:1 g/100mL de H2O 
destilada) diluída 5 vezes. A placa torna-se azul em poucos segundos podendo a solução 
ser descartada da placa. As colônias positivas apresentam um halo sem coloração ao seu 
redor. E. coli produz amilase e por isso todas as colônias apresentam um pequeno halo. 




O meio LA CMC 0,2% é corado com Vermelho Congo 0,1% por 30 min e 
descorado com solução de NaCl 0,1M por 10 min para melhor visualização dos halos 




FIGURA 13 - MEIO SELETIVO PARA CELULASE LA CMC 0.2% 
CONTENDO CLONES POSITIVOS 
 
Os halos de hidrólise visíveis após coloração com solução de Vermelho Congo. Clones positivos 
isolados por COUTO, 2010. Foto tirada no presente trabalho. 
  
O meio LA é misturado a 0.2% (m/v) de CMC (carboximetil celulose) com 
auxílio de misturador até ficar homogêneo e, então é autoclavado. Após resfriar, é 
adicionado o antibiótico requerido. O halo aparece entre 3 a 5 dias de incubação a 30-
37°C. Para visualização do halo, a placa é corada com solução de Vermelho Congo 
0.2% (0.2 g/100mL de H2O destilada) diluída 2 vezes, por 30 minutos. A solução é 
descartada da placa  e é adicionada a solução de NaCl 0,1 M, por 15 minutos. A placa 
torna-se vermelha pois o corante liga-se ao CMC e as colônias positivas apresentam um 




Os meios descritos na literatura são de visualização direta, sem a necessidade de 
coloração, como no caso do leite e quitina (Figura 14). Mas nas tentativas de preparação 
dos meios descritos por Howson e Davis (1983), Mukesh et. al. (2004), Chen (1998) e 
Raghavendra (2009) modificados, os meios finais não apresentaram uma opacidade 









FIGURA 14 - MEIO SELETIVO PARA FITASE PSM CONTENDO CLONE 
POSITIVO 
 
Halo de hidrólise visível sem coloração. Fonte: MUKESH et al., 2004. 
 
Foi utilizada a seguinte composição para o meio PSM (Phytase Screening 
Medium): 13 g/L Agar; 5 g/L Peptona; 3 g/L Extrato de Levedura; 5 g/L NaCl; 0,1 g/L 
KCl; 5 g/L fitato de sódio; 0,5 g/L MgSO4. 7H2O (responsável pela formação do 
precipitado de fitato para deixar o meio opaco, dependente de pH). A solução de fitato 
de sódio 5% (p/v) é preparada separadamente em água destilada pH 7,0, autoclavada e  
adicionada ao meio PSM. O pH do meio foi corrigido para 7,5 na primeira tentativa e 




Para o meio LA quitinase foi necessário a preparação da quitina coloidal a partir 
de quitina em pó. Foi utilizado o protocolo descrito por Hsu e Lockwood (1975) 
modificado (Figura 15). 
 Quitina proveniente de carapaças de caranguejo (Sigma) foi triturada em 
moinho tipo martelo e peneirada, sendo selecionada a fração de 40 mesh de 
granulometria. Foram pesados 20 g da quitina triturada que foram adicionados aos 
poucos e dissolvidos em 200 mL de ácido fosfórico 85% sob agitação. A mistura ficou 
em repouso a 4ºC por aproximadamente 24 h. Após o repouso, a quitina é misturada 
com  água de torneira em um liquidificador, centrifugada a 15000 x g por 10 minutos e 
descartado o sobrenadante. O processo de lavagem é repetido 4 vezes para retirar o 
ácido da quitina e antes da última centrifugação o pH é ajustado para 7,2. A quitina 




resfriado adicionado o antibiótico. Os halos podem ser observados cerca de 10 dias após 
incubação a 37ºC. 
 
FIGURA 15 - MEIO SELETIVO PARA QUITINASE  
         LA QUITINA COLOIDAL 2% CONTENDO CLONE POSITIVO 
 
Halo de hidrólise visível sem coloração. Clone positivo isolado neste trabalho pertencente à 
biblioteca SLP. 
 
4.5 Manipulação de DNA 
 
4.5.1 Purificação de DNA plasmidial 
  
A purificação de DNA plasmidial foi executada segunda a literatura 
(SAMBROOK et al., 1989; AUSUBEL et al., 2003), ou, alternativamente, utilizando o 
kit ―AxyPrep™ Plasmid Miniprep‖ da Axygen seguindo os protocolos sugeridos pelo 
fabricante. 
 
4.5.2 Purificação do DNA Fosmidial dos Clones Ativos 
 
A purificação de DNA fosmidial foi realizada de acordo com os protocolos 
sugeridos pelo fabricante (EPICENTRE) ou conforme protocolos gerais disponíveis na 
literatura (SAMBROK et al., 1989; AUSUBEL et al., 2003). Alternativamente, para 
obter uma maior concentração de DNA fosmidial purificado foi utilizado o kit 





4.5.3 Eletroforese em Gel de Agarose 
 
A eletroforese de DNA foi realizada em gel de ágar ou agarose horizontal 
conforme descrito por SAMBROOK et al (1989). O DNA foi visualizado, após 
tratamento com brometo de etídeo (0,5 µg/mL), em trans-iluminador de luz ultravioleta. 
O perfil eletroforético foi registrado utilizando um sistema de vídeo-imagem acoplado 
(UVP BioImaging Systems). 
 
4.5.4 Purificação de DNA em Gel de Agarose de Baixo Ponto de Fusão 
 
Para purificação de DNA de gel de agarose de baixo ponto de fusão (LMP) foi 
utilizado o kit ―Wizard SV Gel and PCR Clean-up System‖ (Promega). Foram seguidos 
os protocolos sugeridos pelo fabricante. 
 
4.5.5 Clivagem de DNA com Enzimas de Restrição 
 
Endonucleases de restrição foram adquiridas da Invitrogen, GE Healthcare, 
Roche e New England Biolabs. As condições de reação foram as sugeridas pelo 
fabricante. 
 
4.5.6 Clivagem mecânica de DNA por nebulização 
 
O DNA fosmidial foi fragmentado de forma mecânica segundo para 
nebulização. Foram utilizados 100 µg de DNA, 100 µL de acetato de sódio 3 M pH 7,0 
e 600 µL de glicerol 50% completando o volume para 1 mL com água ultra pura. A 
mistura foi colocada no nebulizador e submetida a uma pressão de gás argônio de 100 
kPa por 3 segundos duas vezes. O DNA fragmentado foi separado em 6 microtubos e 
precipitado com 1 volume de isopropanol a temperatura ambiente por 30 min, seguido 
de centrifugação a 13000 rpm por 30 min. Lavado com 500 µL de etanol 70%, seco e 
ressuspendido em 30 µL de água ultra pura. Para a reparação das pontas produzidas pela 
fragmentação foram utilizados 30 µL do DNA, 1 µL de dNTP 5 mM, 1 µL ATP 100 




µL do tampão de reação. A mistura foi submetida ao seguinte programa no 
termociclador: 40 min a 12ºC, 45 min a 37ºC e 15 min a 75ºC. 
 
4.5.7 Ligação de DNA 
 
O DNA inserto foi misturado ao DNA plasmidial linearizado numa proporção de 
5:1 moles em tampão de ligação. Foi adicionado ao sistema 0,5 a 2 U de T4 DNA ligase 
e água ultra pura para 10 µL. A mistura foi incubada a 16ºC por pelo menos 16 horas. 
Alternativamente, foi utilizado o ―TOPO Shotgun Cloning kit‖ da Invitrogen seguindo 
os protocolos sugeridos pelo fabricante. 
 
4.5.8 Inserção de Transposon  
 
Foram utilizados os kits de inserção de transposon EZ-Tn5™ <KAN-2>  e 
<TET-1> (EPICENTRE). As reações de inserção do transposon foram feitas de acordo 
com os protocolos sugeridos pelo fabricante (EPICENTRE). 
No sistema de inserção de transposon foi adicionado cerca de 0,2 µg do DNA 
alvo, quantidade equimolar do transposon, 1 µL do tampão de reação, 1 µL da 
transposase e água ultra pura para 10 µL. A mistura foi incubada a 37ºC por 2 horas. 
Após o tempo foi adicionado 1 µL da solução de parada da reação que foi incubada a 
70ºC por 10 min. A reação foi armazenada a -20ºC.  
 
4.6 Transformação Bacteriana por Eletroporação 
 
4.6.1 Preparo de Células Eletrocompetentes 
 
As células de E. coli foram tornadas competentes segundo SAMBROK et al. 
(1989) modificado. Algumas colônias de E. coli crescidas em meio LA foram 
inoculadas em 5 mL de meio LB na presença do antibiótico Sm (40 µg/mL), a cultura 
foi incubada sob agitação por cerca de 16 horas. Dois mililitros do pré-inóculo foram 
transferidos para um frasco de 1 L contendo 200 mL de SOB e incubados a 37ºC até 




mantida no gelo de 15 a 30 minutos e centrifugada a 4000 rpm em centrífuga Eppendorf 
5804R por 10 minutos a 4ºC. As células foram lavadas duas vezes em 40 mL de água 
destilada gelada estéril, centrifugadas, suspensas em 40 mL de glicerol 10% gelado. 
Após nova centrifugação (sempre sob as mesmas condições), o glicerol foi removido 
por inversão do tubo e as células foram suspensas no restante da solução presente no 




Para eletroporação foram misturados 1 µL da mistura de ligação ou 50 ng de 
plasmídeo íntegro com 100 µL de células eletrocompetentes frescas mantidas em gelo. 
A mistura foi transferida para a cubeta de eletroporação de 0,2 cm (BioRad) 
previamente resfriada em gelo e colocada na câmara de eletroporação. As amostras 
foram submetidas a um choque elétrico de 2,5 kV utilizando o eletroporador 
GenePulser II (BioRad). Às células de E. coli foi adicionado 1 mL de meio SOC e 
incubadas por 45 minutos em agitador a 37°C e 180 rpm. Após o tempo de recuperação, 
as amostras foram plaqueadas em meio sólido adequado. 
Nos casos de transformação de pUC18 as células foram plaqueados em LA 
contento o antibiótico ampicilina e X-gal (5-bromo-4-cloro-3-indolil-β-D-
galactopiranosídeo) como substrato para a enzima β-galactosidase nas concentrações de 
250 μg/mL e 30 µg/ml, respectivamente. Em seguida as placas foram incubadas na 
estufa a 37ºC durante a noite. 
 
4.7 Coleta de Clones Transformantes 
 
As colônias transformantes (brancas) foram coletadas aleatoriamente com o 
auxílio de palitos de madeira e inoculadas em placas tipo ELISA de 96 poços contendo 
150 µL de meio TB e ampicilina 250 µg/mL. As placas foram incubadas a 37ºC durante 
no mínimo 16 horas. Após o crescimento dos clones foram adicionados 150 µL de 
glicerol 50% às culturas. As placas foram seladas com adesivos e armazenadas em 





4.8 Purificação de DNA Plasmidial em Placas de 96 poços 
 
Para crescimento bacteriano foram utilizados blocos de 96 poços com 
capacidade de 2 mL por poço. Em cada poço da placa foi colocado 1,25 mL de meio TB 
contendo 250 µg/mL de ampicilina. As colônias foram inoculadas com o auxílio de 
repicador de 96 pinos e a placa foi selada com adesivo perfurado para permitir a 
aeração. As culturas foram incubadas durante 20 horas em agitador a 37°C e 180 rpm. 
O bloco contendo as culturas crescidas foi centrifugado por 10 minutos a 3500 
rpm (centrífuga Eppendorf 5804R) para sedimentar as células. O meio de cultivo foi 
retirado por inversão da placa e ao precipitado de células foi adicionado 80 µL de GET 
(glucose 50 mmol/L, EDTA 10 mmol/L pH 8 e Tris-HCl 25 mmol/L pH 8) contendo 2,5 
µg/mL de RNAse. As células foram ressuspensas por agitação e a suspensão transferida 
para uma microplaca (polipropileno) de 96 poços, com capacidade para 250 μL e fundo 
em V. A cada poço da placa foram adicionados 80 µL de solução de lise (NaOH 0,2 
mol/L e SDS 1%). A placa foi selada, misturada por inversão e incubada em 
temperatura ambiente por 5 min. A seguir acrescentou-se a cada poço 80 µL de KOAc 3 
mol/L pH 5,2 gelado e misturou-se por inversão. A placa foi deixada 10 minutos a 
temperatura ambiente e então incubada aberta em estufa a 90ºC por 30 minutos.  
Após esse tempo a placa foi resfriada em banho de gelo por 15 minutos e 
centrifugada mais 10 minutos (3500 rpm, 4ºC). O sobrenadante foi então coletado e 
transferido para uma placa de 96 poços Millipore (MAGV N22), fixada sobre uma placa 
de fundo V de 250 µL e o conjunto centrifugado por 5 minutos a 3500 rpm a 
temperatura ambiente. Ao filtrado que passou para a microplaca adicionaram-se 85 µL 
de isopropanol (0,6X o volume) e em seguida centrifuga-se por 45 minutos a 3500 rpm. 
O precipitado de DNA foi então lavado com 150 μL de etanol 70% e secado a vácuo. O 
DNA foi dissolvido em 30 µL de água ultra pura e armazenado a -20ºC. 
 
4.9. Sequenciamento das Extremidades dos Insertos de DNA 
 
O sequenciamento das extremidades dos insertos de DNA das bibliotecas 
metagenômicas foi realizado nos sequenciadores automáticos MegaBACE 1000 
(Amersham Life Science/Molecular Dynamics) e 3500xL Genetic Analyzer (Applied 




Biosystems) em microtubos. O método baseia-se no princípio descrito por SANGER et 
al. (1977) utilizando didesoxinucleotídeos fluorescentes, separação por eletroforese em 
gel de poliacrilamida e detecção do fluoróforo após excitação com laser no 
sequenciador automático (KARGER et al., 1991).  
O sistema de reação foi constituído de aproximadamente 250 ng de DNA de fita 
dupla, 5 pmol de iniciador, 3 µL de reativo ET terminador mix (GE Health Care) e água 
ultra pura suficiente para 10 µL. A reação de sequenciamento foi conduzida em 
termociclador Eppendorf Master Cycler Gradient 5331 com as condições apresentadas 
na Tabela 4. Para o sequenciamento no equipamento 3500xL Genetic Analyzer foi 
utilizado o mesmo sistema, mas, ao invés de ET, foi utilizado 2 µL do reativo BigDye 
(Applied).  
Os iniciadores utilizados no sequenciamento foram os dos transposon utilizados 
<KAN> e <TET> forward e reverso e do pUC18 que são os M13 universal e reverso, 
estão relacionados na Tabela 5. 
 







1 ciclo: 94ºC 3 min 
35 ciclos:  94ºC 30 seg 
                  60ºC 2 min 
Transposon 
1 ciclo: 95ºC 1 min 
35 ciclos: 94ºC 45 seg 
                71ºC 45 seg 












TABELA 5 - INICIADORES UTILIZADOS NO SEQUENCIAMENTO 
Iniciador Sequência Referência 
M13 Uni 5'-GTAAAACGACGGCCAGT-3' Fermentas 
M13 Rev 5'-CAGGAAACAGCTATGAC-3' Fermentas 
<KAN> For 5' - ACCTACAACAAAGCTCTCATCAACC - 3' Epicentre 
<KAN> Rev 5' - GCAATGTAACATCAGAGATTTTGAG - 3' Epicentre 
<TET> For 5' - GGGTGCGCATGATCCTCTAGAGT - 3' Epicentre 
<TET> Rev 5' - TAAATTGCACTGAAATCTAGAAATA - 3' Epicentre 
 
A seguir o produto das reações foi purificado adicionando-se a cada poço 10 µL  
de água ultra pura, 2 µL de acetato de amônio 7,5 mol/L e 60 µL (3X volume) de etanol 
96%. O DNA foi coletado por centrifugação a 3500 rpm por 45 minutos, lavado com 
150 µL de etanol 80% e seco a vácuo. O DNA seco e purificado foi dissolvido na 
solução necessária e aplicado no sequenciador automático.  
 
4.10 Manipulação e Análise de Sequências 
 
4.10.1 Alinhamento e Anotação das Sequências de Nucleotídeos 
 
As sequências obtidas nos equipamentos foram alinhadas para reconstrução do 
inserto original contido no fosmídeo selecionado. Foi utilizado o pacote de programas 
Phred-Phrap-Consed. O Phred (EWING et al., 1998a; EWING e GREEN, 1998b) é um 
programa que realiza a identificação de bases a partir do eletroforetograma e determina 
a confiabilidade de cada base, levando em conta anomalias na migração eletroforética 
decorrente da inserção dos terminadores e do espectro de emissão dos fluoróforos. O 
programa utiliza os dados de sequência contidos no arquivo do eletroforetograma 
processado inicialmente pelo sequenciador automático.  
O programa Phrap (www.phrap.com) foi utilizado para realizar o alinhamento 
das sequências obtidas gerando uma sequência consenso, estendida, denominada 
―contig‖. O programa usa os dados de qualidade fornecidos pelo Phred para posicionar 
as bases e calcular a confiabilidade do ―contig‖.  
O Consed (GORDON et al., 1998) foi utilizado para visualizar, editar e finalizar 




arquivos: os arquivos do eletroforetograma com o perfil de sinal fluorescente, arquivos 
.phd criado pelo programa Phred contendo os valores de qualidade e a posição dos picos 
para cada base, e os arquivos .ace criado pelo programa Phrap e que contém os dados do 
alinhamento incluindo o ―contig‖ e os valores de qualidade. Todas as informações 
contidas nestes arquivos são compiladas pelo Consed e através da janela criada pelo 
programa é possível visualizar o eletroforetograma, examinar como as leituras estavam 
ordenadas e orientadas e analisar os valores de qualidade para cada base, tanto na 
sequência individual quanto no ―contig‖. 
Os ―contigs‖ foram comparados ao banco de dados do ―National Center for 
Biotechnology Information‖ (NCBI). Foram utilizadas as ferramentas blastX, que 
compara sequências de nucleotídeos traduzidas com o banco de dados de aminoácidos 
do GenBank e blastn, que compara sequências de nucleotídeos com o banco de dados de 
nucleotídeos. As sequências foram anotadas utilizando o programa Artemis no qual é 
possível visualizar as seis fases de leitura e algumas outras características da sequência 
de DNA, além de fazer anotações nessa sequência (RUTHERFORD et al., 2000). 
 
4.10.2 Análise das Sequências de Aminoácidos 
 
A ferramenta blastp, que compara sequência de aminoácidos com o banco de 
dados de aminoácidos do GenBank, foi utilizada na análise das sequências de 
aminoácidos dos genes de quitinase obtidos. Alinhamentos de sequências de 
aminoácidos foram feitas utilizando o programa ClustalW2 (CHENNA et al., 2003).  
Outras análises utilizaram os programas disponíveis no site expasy.org/tools. 
Protparam (GASTEIGER et al., 2005) determina algumas características físico-químicas 
para a sequência de aminoácidos da proteína. TMHMM Server v 2.0 (SONNHAMMER 
et al., 1998) avalia a presença de hélices transmembrana na proteína.  
Para prever a localização das proteínas foi utilizado o programa PSORTb3.0 
(YU et al., 2010). A previsão de secreção das enzimas também foi realizada nos 
programas SecretomeP 2.0 Server (BENDTSEN et al., 2005a), SignalP 3.0 Server 
(BENDTSEN et al., 2004) e TatP 1.0 Server (BENDTSEN et al., 2005b). O primeiro 
analisa se a proteína é secretada comparando as características de sua sequência, como 
estrutura secundária, pI e seu comprimento, com as características de proteínas 




não convencionais, como sem o endereçamento de um peptídeo sinal, em diferentes 
organismos. Como resultado, fornece um "score" que se for maior que 0.5 há a 
possibilidade de a proteína ser secretada.  
O TatP 1.0 Server prediz a presença de um peptídeo sinal de dupla arginina na 
sequência de aminoácidos de bactérias, sistema Tat de secreção, e utiliza os mesmos 
mecanismos de previsão do SignalP 3.0 Server, que prediz a presença e localização de 
peptídeo sinal na sequência de aminoácidos de diferentes organismos, sistema Sec de 
secreção. Os dois programas também identificam o possível sítio de clivagem do 
peptídeo sinal.  
O gráfico gerado pelo SignalP e TatP compreende três valores C, S e Y. Dois 
outros valores são reportados: D e a média S somente como valores numéricos. O valor 
de S para a previsão do peptídeo sinal é reportado para cada posição de aminoácido da 
sequência, quando alto indica que o aminoácido correspondente faz parte do peptídeo 
sinal, e baixo indica que o aminoácido faz parte da proteína madura. 
O valor de C representa o sítio de clivagem, reportado para cada posição de 
aminoácido e só é significantemente alto no sitio de clivagem. Y-max é derivado dos 
valores C e S resultando em uma melhor previsão do sitio de clivagem, isso porque 
muitos valores altos de C podem ser encontrados em toda sequência.  
A média S compreende os valores de S do aminoácido N-terminal até o 
aminoácido com maior valor de Y, cobrindo todo o peptídeo sinal. O valor D é uma 
média dos valores de Y-max e da média S. Mostra uma melhor discriminação entre 
proteínas secretadas e não secretadas. Para proteínas não secretadas todos os valores 
obtidos devem ser baixos. A probabilidade da sequência ter ou não um peptídeo sinal é 
calculada e o sítio de clivagem é atribuído pelos valores de probabilidade das regiões n, 
h e c conterem um peptídeo sinal. Um gráfico mostrando essas probabilidades é gerado 
somente no programa SignalP e não no TatP.  
 A análise de domínios conservados foi realizada utilizando as ferramentas 








4.10.3 Modelagem por Homologia da Estrutura da Chit 1 
 
Para a modelagem por homologia da quitinase foi realizada uma busca no PDB 
(Protein Data Bank) de estruturas de proteínas homólogas a nova quitinase. A fim de 
priorizar as estruturas de difração de raio-X no PDB, para a construção do modelo, além 
da ferramenta do blastp foi utilizado o programa MHOLLINE (disponível em 
http://www.mholline.lncc.br/). O programa MHOLLINE classifica as estruturas 
segundo LIV ―Length Variation Index‖ (Índice de Variação de Comprimento) ≤ 0,7, 
identidade ≥ 0.25 e Valor de E ≤ 10e-5.  
A construção do modelo por homologia foi realizada no programa Modeller 
(SALI, 2006). Esse programa utiliza restrições espaciais para construir um modelo da 
estrutura protéica utilizando como padrões as estruturas das proteínas selecionadas no 
PDB. A estrutura obtida foi visualizada e editada no programa Pymol (DELANO, 
2002). Para verificar a qualidade do modelo obtido, utilizou-se o programa ProCheck 
(LASKOWSKI, 1993). Como resultado, fornece um gráfico de Ramachandran que 
indica possíveis desvios dos ângulos ψ e φ da cadeia principal, sendo, portanto, uma 
validação do modelo. 
Ainda foi realizada uma análise comparativa de estrutura secundária da quitinase 
com os três diferentes modelos selecionados no PDB, e com melhor classificação. Os 
arquivos de coordenadas das proteínas foram baixados do PDB e alinhados com a 
sequência da nova quitinase utilizando o programa DSSP (KABSCH, 1983) e ALINE 
(BOND & SCHÜTTELKOPF, 2009). No programa gráfico ALINE as estruturas 
secundárias das proteínas, α-hélices e folhas β, são visualizadas e indicam se há um 
padrão que corresponda ao da sequência da nova. 
O programa Castp foi utilizado para identificar possíveis aminoácidos presentes 
na fenda catalítica (DUNDAS et al., 2006). Esse programa analisa dados de 













5.1 Seleção de Clones com Atividade Hidrolítica 
 
Dois conjuntos de clones das bibliotecas metagenômicas citadas foram 
recuperados e plaqueados (diluição 10
-5
) nos meios seletivos para protease, amilase, 
celulase, fitase e quitinase. Foram analisados 50.000 clones de cada biblioteca, 25 placas 
contendo cerca de 2000 colônias cada. As placas foram incubadas a 37ºC e verificada a 




As placas foram incubadas a 37°C por 5 dias. Halos de hidrólise das proteínas do 
leite surgiram em colônias oriundas da biblioteca SLP após 3 a 5 dias de incubação. 
Dentre os 50.000 clones analisados foram encontrados 23 isolados formando halo de 
hidrólise para as proteínas do leite. Colônias de cada isolado foram coletadas e 
inoculadas em duas placas de 96 poços contendo meio TB. As placas de 96 poços foram 
repicadas em meio LA Leite 1% (m/v) para confirmar os clones positivos (Figura 16).  
 
FIGURA 16 - HALOS DE HIDRÓLISE EM LA LEITE 1% 
 
Halos de hidrólise em placas de LA Leite 1% inoculadas com o conjunto de clones da biblioteca 
metagenômica SLP. 
   
Todos os clones que apresentaram halo tiveram seu DNA extraído e a presença 
do fosmídeo confirmada através da análise do perfil de restrição com a enzima BamHI. 




Foram detectados 3 padrões diferentes de restrição com as endonucleases EcoRI e 
BamHI (Figura 17).  
 
FIGURA 17 - PADRÕES DE RESTRIÇÃO ENCONTRADOS NOS CLONES 
POSITIVOS PARA HIDRÓLISE DE PROTEÍNAS DO LEITE 
 
Eletroforese em gel de agarose 1% corado com brometo de etídeo. Padrões de restrição 
encontrados nos clones positivos para hidrólise de proteínas do leite da biblioteca metagenômica 
SLP. 1D6, 2A8 e 2G6 são as identificações dos clones da biblioteca SLP que apresentaram halo 
de hidrólise. I- DNA inteiro extraído do clone sem sofrer restrição; B- DNA clivado com 
BamHI; E- DNA clivado com EcoRI. A seta indica a linha de 8 kb , tamanho correspondente ao 
fosmídeo pCC2FOS liberado do inserto quando clivado com BamHI. MM 1kb indica o 
marcador de massa molecular. 
 
O DNA foi retransformado em EPI300 e os clones repicados em meio LA leite 
1%. Os halos desses clones retransformados foram mais fracos que os detectados na 




FIGURA 18 - HALOS DE HIDRÓLISE DE PROTEÍNAS DO LEITE DOS 
CLONES COM PADRÕES DE RESTRIÇÃO DIFERENTES 
  
Halos de hidrólise dos clones positivos para hidrólise de proteínas do leite com padrões de 
restrição diferentes. Os isolados A8, D6, G6 e E. coli EPI300, contendo o fosmídeo pCC2FOS 
fechado como controle negativo, foram repicados em meio LA Leite 1%. O clone A8 perdeu a 
atividade após retransformação do fosmídeo. Os clones D6 e G6 mostraram halos menos 




Não foram encontrados clones positivos para amilase. O método de detecção não 
foi eficiente pois exige uma coloração para visualizar o halo, não se sabe quanto tempo 
é necessário para aparecer o halo e a coloração espalha as colônias misturando-as. Esse 
método não é indicado para a procura em conjuntos de clones apenas para clones 




O meio LA CMC 0,2% (m/v) também possui o inconveniente da pós-coloração 




seleção de amilases. Não foram encontrados clones positivos para celulase dentro de 60 




Não foi possível obter um meio opaco para visualização dos halos. BAE et. al. 
(1999) descrevem um método de coloração do meio contendo fitato, mas como os 
métodos de corar a placa não foram bem sucedidos para os meios de amido e CMC, o 




Esse meio tem fácil visualização de halo e permitiu a identificação de 17 clones 
positivos após 2 meses de incubação (7 dias a 37°C e os demais a temperatura ambiente 
para não ressecar o meio) das placas. Dentre os clones positivos apenas dois são 
provenientes da biblioteca MAF, enquanto os demais são da biblioteca SLP. Os clones 
foram re-isolados em meio LA e cerca de 30 colônias de cada isolado foram inoculadas 
em 4 placas de 96 poços.  
As placas foram repicadas em meio LA quitina e foram observados halos após 
20 dias de incubação (7 dias a 37°C e os demais a temperatura ambiente) nos isolados 
provenientes da biblioteca SLP (Figura 19). 
 
FIGURA 19 - HALO DE HIDRÓLISE EM LA QUITINA COLOIDAL 2%  
 
A seta indica o halo de hidrólise no meio LA quitina coloidal inoculado com diluição 10
-5
 do 





Foram encontrados quatro padrões de restrição com BamHI e EcoRI dentre os 17 
clones positivos (Figura 20). Os padrões 1 e 2 são de clones provenientes da biblioteca 
SLP e os padrões 3 e 4 são de clones provenientes da biblioteca MAF. O DNA foi 
retransformado em EPI300 e os clones repicados em meio LA quitina coloidal 2%. 
Apenas o clone CHI 1 manteve a atividade contra quitina coloidal após a transformação 
(Figura 21).  
 
FIGURA 20 - PADRÕES DE RESTRIÇÃO ENCONTRADOS NOS CLONES 
POSITIVOS PARA HIDRÓLISE DE QUITINA COLOIDAL 
 
Eletroforese em gel de agarose 1% corado com brometo de etídeo. Inteiro- DNA extraído dos 
clones sem nenhuma restrição.  Padrões de restrição de BamHI e EcoRI dos clones com 
atividade hidrolítica contra quitina. 4 e 3 são os isolados positivos para hidrólise de quitina 
coloidal da biblioteca MAF e 2 e 1 os isolados positivos da biblioteca SLP. A seta indica a linha 
de 8 kb , tamanho correspondente ao fosmídeo pCC2FOS liberado do inserto quando clivado 




FIGURA 21 - HALOS DE HIDRÓLISE DE QUITINA COLOIDAL DOS 
CLONES COM PADRÕES DE RESTRIÇÃO DIFERENTES 
 
 Halos de hidrólise dos clones positivos para hidrólise de quitina coloidal com padrões de 
restrição diferentes. Os isolados CHI 1 a 4 e E. coli EPI300, contendo o fosmídeo pCC2FOS 
fechado como controle negativo, foram repicados em meio LA quitina coloidal 2%. Os clones 
CHI 2 a 4 perderam a atividade após retransformação do fosmídeo. 
 
5.2 Montagem da Biblioteca de Subclones de CHI 1 
 
O fosmídeo do clone CHI 1 (Figura 22) foi extraído e, então, nebulizado ou 
clivado com enzimas de restrição (Figura 23).  
 
FIGURA 22 - HALO DE HIDRÓLISE DE QUITINA COLOIDAL DO CLONE 
CHI 1 
 
Placa de 96 poços repicada em LA quitina coloidal 2% contendo o halo de hidrólise do clone 
CHI 1 marcado com a seta e no retângulo E. coli EPI300, contendo o fosmídeo pCC2FOS 










FIGURA 23 - DNA FOSMIDIAL CLIVADO DO CLONE CHI 1  
A.    B. C.  
A. Eletroforese em gel de agarose 1% corado com brometo de etídeo. DNA fosmidial do clone 
CHI 1 após nebulização. B. Fatias do gel do DNA nebulizado em A. foram cortadas e seu DNA 
foi extraído do gel. Os fragmentos próximos a 8 kb, 5 kb e 3 kb foram selecionados e separados 
em eletroforese para confirmação do tamanho. C. DNA fosmidial de CHI1 clivado com as 
enzimas de restrição SalI, PstI, HindIII, XbaI e XhoI. MM 1kb indica o marcador de massa 
molecular. 
  
As ligações dos fragmentos de 8, 5 e 3 kb nebulizados e dos fragmentos de 
restrição com o vetor pUC18 e pCR
®
4 Blunt-TOPO foram transformadas em E. coli 
DH10B e repicadas em meio LA quitina coloidal.  
 
5.3 Subclones de CHI 1 
 
 Foram coletadas 7 placas com 96 colônias cada de subclones: os subclones 
contendo fragmentos de restrição foram coletados em 3 placas; duas 2 placas com 
subclones contendo DNA nebulizado de 5 kb, uma com insertos ligados ao pUC18 e a 
outra com insertos ligados ao pCR
®




nebulizado de 3 kb, uma com insertos ligados ao pCR
®
4 e as demais com insertos 
ligados ao pUC18; e nenhum subclone com DNA nebulizado de 8 kb. 
Alguns dos subclones obtidos apresentaram atividade contra quitina coloidal. 
Dos subclones contendo fragmentos de restrição todos os 36 coletados com fragmentos 
SalI apresentaram atividade, 3 clones com fragmentos PstI (Figura 24A) e 3 clones com 
fragmentos XhoI. Dos subclones contendo fragmentos da nebulização apresentaram 
atividade três clones com insertos de 3 kb, dois ligados ao pUC18 (Figura 24B) e o 
outro ligado ao pCR
®
4, e um subclone com inserto de 5 kb ligado ao pCR
®
4. Um 
subclone contendo fragmento de nebulização de 5 kb ligado ao pCR
®
4 apresentou um 
novo fenótipo, a liberação de um composto de cor marrom no meio (Figura 25). 
 












As setas marcam os halos de hidrólise em LA quitina coloidal 2% dos subclones de CHI 1. Em 
A. subclones contendo fragmentos de restrição com PstI e em B. subclone contendo fragmento 












FIGURA 25 - SUBCLONE COM PRODUÇÃO DE COMPOSTO MARROM 
A. B. 
As setas indicam o subclone de CHI 1 contendo inserto fragmentado por nebulização de 5 kb 
ligado ao pCR
®
4. Libera um composto de cor marrom no meio LA quitina coloidal 2%. Em A. 
foto do fundo da placa, em B. Foto da frente da placa. 
 
5.4 Sequenciamento dos Insertos dos Subclones 
 
O sequenciamento das pontas dos insertos dos subclones com atividade indicou 
que dois subclones continham sequências diferentes. Um subclone contendo um inserto 
de fragmento de restrição da  XhoI de 8 kb  e o outro um fragmento de nebulização de 3 
kb. Nesses dois subclones foi realizada a reação de inserção de transposon.  
Foram coletadas duas placas de 96 clones cada uma com inserções de transposon 
em um dos dois subclones com atividade. As regiões de inserção dos transposons foram 
sequenciadas utilizando "primers" que anelam nas pontas dos transposons. Também 
foram sequenciadas as pontas dos insertos dos clones sem atividade contidos nas placas 
de subclones coletadas. 
 As 1213 sequências obtidas foram alinhadas utilizando Phred Phrap para 
reconstruir a sequência original. Os contigs obtidos foram comparados às sequências do 
banco de dados do ―National Center for Biotechnology Information (NCBI)‖. Foi 
utilizada a ferramenta BlastX que compara sequências de nucleotídeos traduzidas com o 
banco de dados de aminoácidos do GenBank. 
 
5.5 Anotação das Sequências 
 
Os ―contigs‖ obtidos foram anotados utilizando o programa Artemis 




comprimento contendo três genes similares a genes de quitinases (Chit 1 a 3) e outros 
oito genes vizinhos aos genes de quitinases. A qualidade dessas sequências foi 
considerada boa, apresentando valores de Phred maiores que 20.  
O contig 1 foi obtido dos subclones que apresentaram atividade quitinolítica e 
contém dois genes de quitinase (Figura 26). Foram alinhadas 306 sequências 
provenientes de mutantes com inserção de transposon nos subclones com atividade e 
146 sequências provenientes de subclones aleatórios. 
O contig 2 foi obtido de 174 sequências provenientes dos demais subclones sem 
atividade e contém um gene de quitinase N-truncado faltando 124 aminoácidos em 
comparação com a sequência de maior identidade quitodextrinase de Aeromonas 
hydrophila subsp. hydrophila (Figura 28).  
 
FIGURA 26 - DISPOSIÇÃO DOS GENES NO CONTIG 1 
 
Representação das seis fases de leitura do contig obtido. Da esquerda para direita genes 
codificando para: sensor de prolina Prls (gene incompleto); Chit1; possível protease; e Chit2. 
 
 A disposição dos genes encontrados no contig 1 é similar a encontrada no 
genoma de Aeromonas hydrophila, apesar de alguns genes também apresentarem maior 
















FIGURA 27 – DISPOSIÇÃO 1 DOS GENES EM AEROMONAS HYDROPHILA  
 
Representação da disposição dos genes no genoma de Aeromonas hydrophila subsp. hydrophila 
ATTC 7966. Da esquerda para direita genes codificando para: AHA_0976 sensor de prolina 
Prls; AHA_0977 quitinase A; AHA_0978 metaloprotease putativa; e AHA_0979 endoquitinase 
básica. 
 
FIGURA 28 - DISPOSIÇÃO DOS GENES NO CONTIG 2 
 
Representação das seis janelas de leitura do contig obtido. Da esquerda para direita, genes 
codificando para: proteína contendo domínio EAL (gene incompleto); proteína hipotética; 
permease de transportador tipo ABC; proteína ligadora de ATP de transportador tipo ABC; 
acilCoA tioesterase; proteína de quimiotaxia; Chit3 (gene incompleto); e fosmídeo.  
 
A disposição dos genes no contig 2 é similar a de Aeromonas hydrophila apenas 
diferenciando na posição da quitinase 3. A quitinase 3 possui maior similaridade com a 
quitodextrinase de Aeromonas hydrophila que está localizada em uma região diferente 
do seu genoma (Figuras 29 e 30). O gene da quitinase 3 encontra-se N-truncado na 
ponta do fosmídeo. 
 
FIGURA 29 – 2ª DISPOSIÇÃO DOS GENES EM AEROMONAS HYDROPHILA 
 
Representação da disposição dos genes no genoma de Aeromonas hydrophila subsp. hydrophila 
ATTC 7966. Da esquerda para direita genes codificando para: AHA_03438 proteína 
periplasmática TonB2; AHA_3439 proteína contendo repetição TRP; AHA_3440 





FIGURA 30 – 3ª DISPOSIÇÃO DOS GENES EM AEROMONAS HYDROPHILA 
 
Representação da disposição dos genes no genoma de Aeromonas hydrophila subsp. hydrophila 
ATTC 7966. Da esquerda para direita, genes codificando para: AHA_3485 proteína contendo 
domínio EAL; AHA_3486 proteína hipotética; AHA_3487 componente permease de transporte 
tipo ABC; AHA_3488 proteína ligadora de ATP, transportador ABC; e AHA_3489 acil-CoA 
tioesterase.  
 
O subclone com atividade quitinolítica contendo o maior inserto, 
aproximadamente 8kb, possui a sequência do contig 1 quase completa com apenas um 
fragmento do gene Prls e o restante dos genes completos. O outro subclone com 
atividade e menor inserto, aproximadamente 3 kb, possui apenas a sequência da 
quitinase 1 com um fragmento do gene Prls.  
 
5.6 Análise dos Genes que Codificam Quitinases 
 
Baseado no modo da hidrólise de quitina, as quitinases são classificadas como 
aleatórias, endo-, e exoquitinases e baseado na sequência as quitinases podem pertencer 
às famílias 18 e 19 das glicosil hidrolases (HENRISSAT e BAIROCH, 1993; SAHAI E 
MANOCHA, 1993). 
5.6.1 Quitinase 1- Chit1 
 
A comparação da sequência de nucleotídeos da quitinase 1 contra o GenBank 
utilizando o programa BlastX detectou que o gene completo alinha com o gene CHIT1 
de Aeromonas punctata, obtendo 83% de identidade. A Figura 31 mostra o alinhamento 
em ClustalW2 (CHENNA et al., 2003) das duas quitinases, as sequências diferem em 









FIGURA 31 – ALINHAMENTO EM CLUSTAL DA SEQUÊNCIA DE CHIT 1 







Continuação Figura 31 
 
Alinhamento gerado com configuração padrão do ClustalW2. Resíduos *conservados, : 
similares, . pouco similares  
 
A comparação da sequência de aminoácidos da quitinase 1 contra o banco de 
dados CDD (MARCHLER-BAUER et al., 2011) utilizando o programa BlastP 
identificou domínios conservados característicos de quitinases (Figura 32). O programa 
InterproScan indicou os mesmos domínios principais presentes na sequência de 
aminoácidos descritos na Tabela 7. Por similaridade de sequência podemos classificar a 
quitinase 1 como pertencente a família 18 das glicosil hidrolases.  
 
FIGURA 32 - DOMÍNIOS CONSERVADOS PRESENTES NA SEQUÊNCIA DA 
QUITINASE 1  
 
Figura gerada pela ferramenta blastp representando os domínios conservados presentes na 
sequência de aminoácidos da quitinase 1. 1
a
. linha- sítios ativos e sítio de ligação a quitina; 2
a
. 
linha- ―hits‖ específicos, 3
a





O programa Protparam (GASTEIGER et al., 2005) disponível no site Expasy 
forneceu alguns parâmetros físico-químicos para a sequência de aminoácidos da 
quitinase 1: 864 aminoácidos, peso molecular de 92456.1 e pI teórico de 5.12.  
A análise de domínios transmembrana foi realizada em TMHMM Server v 2.0 
(SONNHAMMER et al., 1998) revelando que existem cerca de 9 aminoácidos em 
hélice, mas não sendo suficientes para formar uma região transmembrana. A 
probabilidade de essa região encontrar-se no citoplasma é de 0,45, sendo mais provável 









FIGURA 33 – ANÁLISE DE REGIÃO TRANSMEMBRANA NA SEQUÊNCIA 
DA QUITINASE 1 
 
Figura gerada em TMHMM para a sequência da quitinase 1. Probabilidade de conter hélice 
transmembrana na região N-terminal, em vermelho. A linha azul indica a parte interna da 
membrana plasmática, nenhuma probabilidade, e a linha rosa indica a parte externa, 100% de 
probabilidade.  
 
O programa PSORTb3.0 (YU et al., 2010) identificou a quitinase 1 como 
periplasmática e contendo um peptídeo sinal. A possibilidade de secreção da quitinase 1 
foi analisada utilizando o programa SecretomeP 2.0 Server (BENDTSEN et al., 2005a). 
O "score" obtido para quitinase 1 foi de 0.949387 > 0.5, havendo a possibilidade de a 
proteína ser secretada. Uma análise mais detalhada de peptídeos sinais para secreção foi 
realizada com o programa SignalP 3.0 Server (BENDTSEN et al., 2004) e os resultados 
estão na Figura 34 e Tabela 8. O programa TatP 1.0 Server (BENDTSEN et al., 2005b) 












FIGURA 34 - PREVISÃO DE PEPTÍDEO SINAL NA QUITINASE 1 
 
Figura gerada pelo programa SignalP3.0 para a sequência da quitinase 1. Contém os valores 
para o sítio de clivagem C, em vermelho, peptídeo sinal S, em verde, e Y derivado da 




TABELA 8 - VALORES ESTIMADOS PARA PEPTÍDEO SINAL EM 
SIGNALP3-NN PARA QUITINASE 1 
Quitinase 1 - 70 aminoácidos 
Parâmetro Posição Valor Corte Peptídeo sinal 
Max. C 24 0.953 0.52 Sim 
Max. Y 24 0.897 0.33 Sim 
Max. S 16 0.995 0.92 Sim 
Média S 1-23 0.956 0.49 Sim 




O ponto de corte mais provável está entre as posições 23 e 24: AYA-AA (Figura 
35). A probabilidade de conter peptídeo sinal é de 1 (100%) e a máxima probabilidade 








FIGURA 35 - PROBABILIDADES DE CONTER PEPTÍDEO SINAL NA 
QUITINASE 1 
 
Gráfico gerado pelo programa SignalP3.0 com as probabilidades de conter peptídeo sinal na 
sequência da quitinase 1. A probabilidade do sitio de clivagem (em vermelho) é gerada a partir 
das outros três valores de probabilidade das regiões n (N-terminal em verde), h (ligação em azul 
escuro) e c (C-terminal em azul claro) do peptídeo sinal. 
 
5.6.2 Quitinase 2 – Chit2 
 
A comparação da sequência de nucleotídeos da quitinase 2 contra o GenBank 
utilizando o programa BlastX detectou que o gene completo alinha com o gene 
endoquitinase básica de Aeromonas hydrophila, obtendo 78% de identidade. A Figura 
36 mostra o alinhamento em ClustalW2 (CHENNA et al., 2003) das duas quitinases, a 
sequência da quitinase 2 é mais curta que a endoquitinase e difere em alguns 











FIGURA 36 - ALINHAMENTO DAS SEQUÊNCIAS DA QUITINASE 2 E DA 
ENDOQUITINASE BÁSICA DE AEROMONAS HYDROPHILA  
 
Alinhamento gerado com configuração padrão do ClustalW2. Resíduos *conservados, : 
similares, . pouco similares  
 
Utilizando a ferramenta blastp o CDD (conserved domain database) gerou a 
Figura 37 (MARCHLER-BAUER et al., 2011). O programa InterproScan indicou os 
mesmos domínios principais presentes na sequência de aminoácidos descritos na Tabela 
9.  Por similaridade de sequências a quitinase 2 pode ser classificada como pertencente a 







FIGURA 37 - DOMÍNIOS CONSERVADOS PRESENTES NA SEQUÊNCIA DA 
QUITINASE 2 
 
Figura gerada pela ferramenta blastp representando os domínios conservados presentes na 
sequência de aminoácidos da quitinase 2. Cores diferentes representam domínios diferentes. 1
a
. 
linha- resíduos catalíticos; 2
a





. linha- superfamílias; 5
a
. linha- multidomínio.  
 
O programa Protparam (GASTEIGER et al., 2005) disponível no site Expasy 
forneceu alguns parâmetros físico-químicos para a sequência de aminoácidos da 
quitinase 2: 625 aminoácidos, peso molecular de 68402.1 e pI teórico de 4,92.  
A análise de região transmembrana foi realizada em TMHMM Server v 2.0 
(SONNHAMMER et al., 1998) revelando que não possui hélices transmembrana. 
O programa PSORTb3.0 (YU et al., 2010) identificou a quitinase 2 como 
extracelular, devido a similaridade com o precursor da proteína A ligadora de GlcNAc. 
Essa proteína é extracelular e além disso, a quitinase 2 não apresentou sinal para outra 
localização. A possibilidade de secreção da quitinase 2 foi analisada utilizando o 
programa SecretomeP 2.0 Server (BENDTSEN et al., 2005a). O "score" obtido para 
endoquitinase foi de 0.940902 > 0.5, havendo a possibilidade de a proteína ser 
secretada. Uma análise mais detalhada de peptídeos sinais para secreção foi realizada 
com o programa SignalP 3.0 Server (BENDTSEN et al., 2004) e os resultados estão na 

















FIGURA 38 – PREVISÃO DE PEPTÍDEO SINAL NA QUITINASE 2 
 
Gráfico gerado pelo programa SignalP3.0 para a sequência da quitinase 2. Contém os valores 
para o sítio de clivagem C, em vermelho, peptídeo sinal S, em verde e Y derivado da 
combinação dos valores de C e S, em azul. O valor máximo de Y indica o possível sítio de 
clivagem da peptidase sinal  
 
TABELA 10 – VALORES ESTIMADOS PARA PEPTÍDEO SINAL EM 
SIGNALP3-NN PARA QUITINASE 2 
 
Quitinase 2 – 70 aminoácidos 
Medida Posição Valor Corte Peptídeo sinal 
Max. C 9 0.247 0.52 Não 
Max. Y 9 0.398 0.33 Sim 
Max. S 2 0.901 0.92 Não 
Média S 1-8 0.623 0.49 Sim 
Média D 1-8 0.511 0.44 Sim 
 
 
O programa gerou baixos valores para o sítio de clivagem C e para o peptídeo 
sinal S relatando que a probabilidade da quitinase 2 conter peptídeo sinal é nula. 
 
5.6.3 Quitinase 3 – Chit3 
 
A comparação da sequência de nucleotídeos da quitinase 3 contra o GenBank 




Aeromonas hydrophila subsp. hydrophila, obtendo 93% de identidade. A Figura 39 
mostra o alinhamento em ClustalW2 (CHENNA et al., 2003) das duas quitinases. Na 
sequência da quitinase 3 faltam 124 aminoácidos da região N-terminal e ainda diferem 
em apenas alguns aminoácidos aleatórios.  
 
FIGURA 39 – ALINHAMENTO CHIT 3 E QUITODEXTRINASE DE A. 






Continuação Figura 39 
 
Alinhamento gerado com configuração padrão do ClustalW2. Resíduos *conservados, : 
similares, . pouco similares  
 
Utilizando a ferramenta blastp o CDD (conserved domain database) gerou a 
Figura 40 (MARCHLER-BAUER et al., 2011). O programa InterproScan indicou os 
mesmos domínios principais presentes na sequência de aminoácidos descritos na Tabela 
11.  Por similaridade de sequência a quitinase 3 pode ser classificada como pertencente 
a família 18 das glicosil hidrolases. 
 
FIGURA 40 – DOMÍNIOS CONSERVADOS PRESENTES NA SEQUÊNCIA DA 
QUITINASE 3 
 
Figura gerada pela ferramenta blastp representando os domínios conservados presentes na 
sequência de aminoácidos da quitinase 1. Cores diferentes representam domínios diferentes. 1
a
. 
linha- sítios ativos e sítios de ligação à quitina; 2
a





. linha- multidomínios.  
 
O programa Protparam (GASTEIGER et al., 2005) disponível no site Expasy 
forneceu alguns parâmetros físico-químicos para a sequência de aminoácidos da 
quitinase 3: 817 aminoácidos, peso molecular de 93595.4 e pI teórico de 5,56. A análise 
de região transmembrana foi realizada em TMHMM Server v 2.0 (SONNHAMMER et 










O programa PSORTb3.0 (YU et al., 2010) identificou a quitinase 3 como 
periplasmática e não apresentou sinal para outra localização. A possibilidade de 
secreção da quitinase 3 foi analisada utilizando o programa SecretomeP 2.0 Server 
(BENDTSEN et al., 2005a). O ―score‖ obtido foi de 0.937676 > 0.5, havendo a 
possibilidade de a proteína ser secretada. Uma análise mais detalhada de peptídeos 
sinais para secreção foi realizada com o programa SignalP 3.0 Server (BENDTSEN et 
al., 2004) e os resultados estão na Figura 41 e Tabela 12. O programa TatP 1.0 Server 
(BENDTSEN et al., 2005b) não indicou peptídeo sinal.  
 
FIGURA 41 - PREVISÃO DE PEPTÍDEO SINAL EM QUITINASE 3 
 
Gráfico gerado pelo programa SignalP3.0 para a sequência da quitinase 3. Contém os valores 
para o sítio de clivagem- C, em vermelho, peptídeo sinal- S, em verde e Y derivado da 
combinação dos valores de C e S, em azul. O valor máximo de Y indica o possível sítio de 
clivagem da peptidase sinal  
 
TABELA 12 - VALORES ESTIMADOS PARA PEPTÍDEO SINAL EM 
SIGNALP3-NN PARA QUITINASE 3 
Quitinase 3 - 70 aminoácidos 
Medida Posição Valor Corte Peptídeo sinal 
Max. C 27 0.964 0.52 Sim 
Max. Y 27 0.476 0.33 Sim 
Max. S 2 0.936 0.92 Sim 
Média S 1-26 0.511 0.49 Sim 




O ponto de corte mais provável está entre as posições 26 e 27: ARA-LD (Figura 
42). A probabilidade de conter peptídeo sinal é de 0.605 e a probabilidade do sítio de 
clivagem estar entre as posições 26 e 27 é de 0,255. 
 
FIGURA 42 – PROBABILIDADES DE CONTER PEPTÍDEO SINAL NA 
QUITINASE 3 
 
Gráfico gerado pelo programa SignalP3.0 com as probabilidades de conter peptídeo sinal na 
sequência da quitinase 3. A probabilidade do sitio de clivagem (em vermelho) é gerada a partir 
das outros três valores de probabilidade das regiões n (N-terminal em verde), h (ligação em azul 
escuro) e c (C-terminal em azul claro) do peptídeo sinal. 
 
5.7. Alinhamento das Sequências de Aminoácidos das Três Quitinases 
 
As sequências de aminoácidos dos genes das três quitinases encontradas foram 
alinhadas mostrando que são enzimas diferentes contendo cerca de 23% de seus 
















Continuação Figura 43 
 
Alinhamento gerado com configuração padrão do ClustalW2. Resíduos *conservados, : 
similares, . pouco similares  
 
5.8 Alinhamento das Sequências das Quitinases com as do PDB 
 
As sequências da quitinase 2 e 3 apresentaram pouca similaridade com as 
estruturas disponíveis no PDB. Os três melhores resultados encontram-se na Tabela 13 e 
14. 
 
TABELA 13 – ESTRUTURAS COM MAIOR SIMILARIDADE A CHIT 2 
Nº de Acesso 
PDB/ 
Identidade 
Estrutura e Organismo 
3CQL A 
35%  
Cadeia A, Estrutura cristalográfica da Quitinase pertencente a 
família GH_19 de Carica papaya 
2BAA A 
36%  
Cadeia A, A Estrutura cristalográfica refinada de uma endoquitinase 
de sementes de Vulgare L. Com resolução de 1.8 Angstroms 
1CNS A 
35%  
Cadeia A, Estrutura cristalográfica de quitinase com resolução de 










Foi feito o alinhamento das sequências de aminoácidos das quitinase 2 e 3 com 
as sequências das proteínas selecionadas do PDB. Alguns resíduos conservados 
importantes para a ligação do substrato, bem como os resíduos catalíticos foram 
marcados e a região conservada em quitinases de plantas correspondente a fenda de 
ligação ao substrato está demarcada na Figura 44 para a quitinase 2. 
 
FIGURA 44 – ALINHAMENTO DA SEQUÊNCIA DE AMINOÁCIDOS E 
ESTRUTURAS SECUNDÁRIAS PARA QUITINASE 2 
 
Alinhadas sequências de quitinase 2, 3CQL, 2BAA e 1CNS, pontos indicam posições em que 
não há alinhamento. Em preto aminoácidos conservados e em cinza aminoácidos do mesmo 
grupo. As representações das estruturas secundárias estão acima de cada sequência. As setas 
indicam folhas β; os cilindros α-hélices e as espirais hélices mal definidas. Resíduos catalíticos 
assinalados com seta, região demarcada conservada em quitinases da família 19 das glicosil 
hidrolases. *resíduos conservados importantes para catálise ou ligação de substrato. C resíduos 





TABELA 14 – ESTRUTURAS COM MAIOR SIMILARIDADE A CHIT 3 
Nº de Acesso 
PDB/ 
Identidade 
Estrutura e Organismo 
1ITX A 
33%  




Cadeia A, Quitinase B de Serratia marcescens complexada com o 
intermediário catalítico mimetizado dipeptídeo cíclico Ci4 
1E15 A 
27%  
Cadeia A, Quitinase B de Serratia marcescens  
 
 
Alguns resíduos conservados importantes para a catálise foram marcados e a 
região conservada em glicosil hidrolases da família 18 está sublinhada na Figura 45. A 
quitinase 3 apresentou apenas a região do domínio catalítico conservada, os demais 
domínios não são conservados apresentando grandes regiões sem alinhamento. 
 
FIGURA 45 - ALINHAMENTO DA SEQUÊNCIA DE AMINOÁCIDOS E 





Continuação Figura 45 
 
Alinhadas sequências de quitinase 3, 1ITX, 1O6I e 1E15, pontos indicam posições em que não 
há alinhamento. Em preto aminoácidos conservados e em cinza aminoácidos do mesmo grupo. 
As representações das estruturas secundárias estão acima de cada sequência. As setas indicam 
folhas β , os cilindros α-hélices e as espirais hélices mal definidas. Resíduo catalítico assinalado 
com seta, região sublinhada conservada em quitinases da família 18 das glicosil hidrolases. 
*resíduos conservados importantes para a catálise ou ligação do substrato. B-região do domínio 
catalítico. C- região C-terminal. 
 
5.8 Modelagem por Homologia da Chit 1 
 
A sequência de aminoácidos da quitinase 1 foi comparada às sequências do PDB 
e foram escolhidas três estruturas diferentes e com melhor classificação pelos critérios 




TABELA 15 – ESTRUTURAS ESCOLHIDAS NO MHOLLINE PARA CHIT 1 
Nº de Acesso 
PDB/ 
Identidade 
Estrutura e Organismo 
1CTN A 
75%  
Cadeia A, Estrutura Cristalográfica de uma quitinase bacteriana com 
resolução de 2.3 Angstroms - Serratia marcescens 
2WM0 A 
75%  
Cadeia A, Quitinase A de Serratia marcescens ATCC 990 em 
complexo com Quitobiotiazoline Tioamida 
3B8S B 
54%  
Cadeia B, Estrutura Cristalográfica de uma Quitinase A do tipo 
selvagem de Vibrio Harveyi 
 
O alinhamento da sequência de aminoácidos e das estruturas secundárias da 
quitinase 1 e das três quitinases selecionadas foi realizado com o programa DSSP e 
visualizado em ALINE (Figura 46). A grande similaridade na sequência de aminoácidos 
da quitinase 1 com as outras quitinases mostra que as estruturas secundárias das 
quitinases do PDB podem ser extrapoladas para a quitinase 1. Não ocorre alinhamento 
na região N-terminal até o aminoácido 23 corroborando para a existência do peptídeo 
sinal nessa região. E o alinhamento ocorre até o aminoácido 557, que é o tamanho das 
quitinases selecionadas. A região C-terminal com 330 aminoácidos não possui estrutura 
prevista, nenhuma quitinase contendo essa região possui estrutura resolvida. 
 
FIGURA 46 – ALINHAMENTO DAS SEQUÊNCIAS E SUAS ESTRUTURAS 










Alinhadas sequências de quitinase 1, 2WM0, 3B8S e 1CTN, pontos indicam posições em que 
não há alinhamento. Em preto aminoácidos conservados e em cinza aminoácidos do mesmo 
grupo. As estruturas secundárias estão representadas acima da sua respectiva sequência. As setas 
indicam folhas β, os cilindros α-hélices e as espirais hélices mal definidas. Delimitados 
domínios N-terminal; L-ligação entre N-terminal e o restante da estrutura; B- domínio catalítico 
motivo barril; D- dobra α+β inserida no domínio catalítico. * resíduos conservados importantes 
para a catálise ou ligação ao substrato. + resíduo normalmente conservado que difere na 
quitinase 1. A seta indica o resíduo catalítico. C possíveis pontes dissulfeto. / sítio de clivagem 
do peptídeo sinal. Sublinhada região conservada que liga o domínio catalítico com a região A da 





A partir dos arquivos de alinhamento gerados em DSSP, foi construído o modelo 
de estrutura para a quitinase 1 no Modeller. As regiões sem alinhamento N-terminal e 
C-terminal foram retiradas para a construção do modelo. A estrutura foi visualizada no 
Pymol (Figura 47). 
 
FIGURA 47 – MODELO DE ESTRUTURA POR HOMOLOGIA DA CHIT 1 
 
Modelo da estrutura da quitinase 1 diferenciando as estruturas secundárias. Em rosa folhas- β, 
em azul α-hélices. 
  
O modelo obtido para Chit1 foi analisado pelo gráfico de Ramachandran 
(LASKOWSKI, 1993; RAMACHANDRAN, 1968) que indicou ausência de resíduos 
em conformação desfavorável, ou seja, todos os ângulos ψ e φ estão dentro do permitido 
(Figura 48). 
Baseado na análise de 118 estruturas de resolução com no mínimo 2.0 
Angstroms e fator R menor que 20%, um modelo de boa qualidade deve ter mais de 
90% dos resíduos de aminoácidos em regiões favoráveis (LASKOWSKI, 1993). As 










TABELA 16 – ESTATÍSTICAS DA PLOTAGEM DE RAMACHANDRAN 
Resíduos de aminoácidos Quantidade Porcentagem 
Em regiões favoráveis [A, B, I] 439 93.0% 
Em regiões permitidas [a, b, l, p] 30 6.4% 
Em regiões generosamente  
permitidas [~a, ~b, ~l, ~p] 
3 0.6% 
Em regiões proibidas 0 0.0% 
 
FIGURA 48 – GRÁFICO DE RAMACHANDRAN PARA MODELO DA 
QUITINASE 1 
 
Os quadrados pretos indicam os aminoácidos, os triângulos indicam glicinas. Em vermelho as 
regiões favoráveis (A, B, I), em amarelo escuro regiões permitidas (a, b, l, p), em amarelo claro 
regiões generosamente permitidas (~a, ~b, ~l, ~p) e em branco regiões proibidas.   
 
A figura 49 mostra os domínios conservados presentes em quitinases da família 




similar ao domínio de fibronectina tipo III (resíduos 24-137), o domínio catalítico 
formado por barril α/β (resíduos 159-442 e 517-563) e um domínio menor de dobra α/β 
(resíduos 443-516), inserido no domínio catalítico. 
Na figura 50 são visualizadas as localizações de possíveis pontes dissulfeto e dos 
resíduos envolvidos na catálise. É encontrada uma ponte de cisteínas entre as folhas-β 
no domínio N-terminal e outra no domínio catalítico (Figura 51). A região que liga os 
domínios N-terminal e catalítico  é composta por 21 resíduos de aminoácidos (resíduos 
138-158) é uma região móvel que permite que o domínio N-terminal ocupe diferentes 
posições em solução. 
 
FIGURA 49 – DOMÍNIOS PRINCIPAIS DA QUITINASE 1  
 
Principais domínios da estrutura da quitinase 1. Em azul domínio N-terminal; em roxo região 
que liga domínios N-terminal e catalítico, em rosa domínio catalítico e em verde domínio de 















FIGURA 50 - RESÍDUOS CATALÍTICOS E PONTE DE CISTEÍNAS 
 
Estrutura da quitinase 1. Em destaque: resíduos envolvidos na catálise em rosa; cisteínas 
formando possíveis pontes dissulfeto em azul.   
 
FIGURA 51 – PONTES DISSULFETO NA ESTRUTURA DA QUITINASE 1 
 
 
Possíveis pontes dissulfeto formadas na estrutura da quitinase 1. A- no domínio catalítico 
Cys194 e 217; B- no domínio N-terminal Cys 114 e 119. 
 
A quitinase 1 possui um motivo conservado contendo o sítio catalítico [DG]-G-
[LIV]-[DG]-[IV]-[DH]-W-[EG], correspondendo às posições 308 a 314. O Glu314 atua 
diretamente na catálise e a Y389 e D312 atuam estabilizando o intermediário da reação 









FIGURA 52 – RESÍDUOS CATALÍTICOS DA QUITINASE 1 
 
Resíduos catalíticos da quitinase 1. Tirosina 389, Glutamato 314 e Aspartato 312 são resíduos 
conservados descritos na literatura como importantes para a catálise. 
  
Os resíduos catalíticos podem ser visualizados no modelo de superfície da 
quitinase 1, bem como, os resíduos de cisteína que formam a ponte dissulfeto no 
domínio catalítico (Figura 53).  
  
FIGURA 53 - MODELO DE SUPERFÍCIE DA QUITINASE 1 
 
Modelo de superfície da quitinase 1. Em cinza átomos de carbono, em vermelho átomos de 
oxigênio, em azul átomos de nitrogênio e em amarelo átomos de enxofre. Em destaque os 








O programa Castp prediz quais possíveis aminoácidos estão presentes no sítio 
catalítico analisando dados de topologia da estrutura. Os dados obtidos para o modelo 
por homologia da estrutura da quitinase 1 foram rodados no programa que indicou 45 
aminoácidos destacados na Figura 54. 
 
FIGURA 54 - CHIT 1 COM A FENDA CATALÍTICA EM EVIDÊNCIA 
 
Resíduos da fenda catalítica da quitinase 1 em vermelho. Resíduos selecionados pelo programa 
Castp.  
 
Como não há estruturas para a região C-terminal de Chit1 foi feito o 
alinhamento da região C-terminal de Chit1 com a da Chi92 de Aeromonas hydrophila, a 
partir do aminoácido 769 e 770, respectivamente. O alinhamento mostra a semelhança 
de cerca de 82% entre as duas sequências (Figura 55). Essa região possui os domínios 
de ligação a quitina e nesse domínio ocorrem repetições intrínsicas de resíduos de 
aminoácidos conservados. Essas repetições foram evidenciadas pelo alinhamento das 
sequências de cada quitinase, Chi92 e Chit 1, separadamente. Para a Chi92 foram 
alinhadas as sequências do aminoácido 770 ao 816 com a sequência do aminoácido 817 
até o final da sequência. Para a Chit 1 foram alinhados aminoácidos 769 ao 815 com 









FIGURA 55 – ALINHAMENTO DA REGIÃO C-TERMINAL DE QUITINASE 1 
E CHI92 DE AEROMONAS HYDROPHILA 
 
Alinhamento da região C-terminal mostrando as regiões conservadas. Resíduos *conservados; : 
similares; . pouco similares . 
 
FIGURA 56 – ALINHAMENTO DAS REGIÃO REPETIDAS NA QUITINASE 1 
E CHI92 DE AEROMONAS HYDROPHILA 
 
Alinhamento das regiões repetidas de cada quitinase. Resíduos *conservados; : similares; . 
pouco similares. Em destaque a sequência consenso AKWTQG que está relacionada a domínios 





















Bibliotecas metagenômicas têm sido largamente utilizadas na procura por novas 
enzimas (VOGET et al., 2006; LÅMMLE  et al., 2007; PANG et al., 2009). Essa 
triagem por enzimas deve ser feita em grandes quantidades de clones para aumentar a 
probabilidade de encontrar o que se procura, porém demanda maior quantidade de 
material. Os meios mais sensíveis para encontrar enzimas são os contendo análogos 
sintéticos do substrato da enzima, como substratos fluorescentes ou marcados em meios 
líquidos (HOOD et al., 1991). No entanto, os meios sólidos permitem a triagem de uma 
maior quantidade de clones diminuindo o tempo e custo necessários para encontrar um 
clone positivo (HOWARD  et al., 2003). 
Nesse trabalho, foi realizada uma triagem em meio sólido para amilases, 
celulases, proteases e quitinases. Apenas foram encontrados clones positivos nos meios 
LA leite 1% e LA quitina, meios que não necessitavam de coloração. Os meios LA 
CMC 0,2% e LA amido 1% precisavam ser corados e por isso as colônias eram 
espalhadas no meio impedindo o posterior isolamento da colônia. Além disso, não foi 
possível identificar o tempo de incubação ideal para a visualização do halo nesses 
meios, já que não se podia acompanhar o aparecimento ao longo dos dias como no caso 
do leite e da quitina.  
Foram encontrados três clones com atividade proteolítica e quatro clones com 
atividade quitinolítica. Todavia, apenas dois clones de protease e um de quitinase 
mantiveram suas atividades após isolamento do seu DNA fosmidial e transformação em 
E. coli. Os clones que perderam a atividade são prováveis falsos positivos.  
O sequenciamento e análise das sequências dos subclones de CHI1 revelou três 
genes que codificam para prováveis quitinase. Bactérias capazes de degradar quitina 
normalmente produzem várias quitinases (ALAM et al. 1996; WATANABE et al. 1999; 
HORN et al., 2005). Serratia marcescens produz três quitinases: A, B e C, todas 
pertencendo a família 18 das glicosil hidrolases (Horn et al, 2005). A ChitC é uma 
endoquitinase não processiva que corta a quitina aleatoriamente liberando fragmentos 
longos e novas pontas que serão substratos para as exoquitinases. ChiA e ChiB são 
ambas enzimas processivas que primeiramente, e possivelmente exclusivamente, 




duas enzimas degradam a cadeia de quitina partindo de extremidades opostas e em 
direções opostas (HORN et al., 2005). 
As quitinases encontradas, denominadas Chit 1, 2 e 3, apresentaram maior 
similaridade com quitinases de Aeromonas spp., entre 78 a 93% de identidade. Na 
análise de domínios conservados identificou-se que Chit 1 e 3 pertencem à família 18 
das glicosil hidrolases e Chit 2 a família 19 das glicosil hidrolases.  
Membros do gênero Aeromonas são encontrados em muitos tipos de ambientes 
aquáticos, incluindo rios, lagos, esgoto doméstico e água potável (HOLMES, 
NICCOLLS e SARTORY, 1996). Sendo assim, a lagoa de tratamento de efluentes da 
qual foram encontrados os clones com atividade quitinolítica é um local esperado para 
encontrar organismos desse gênero.  
Espécies do gênero Serratia, Streptomyces, Bacillus e Vibrio estão entre as 
bactérias quitinolíticas mais estudadas (WATANABE et al, 1990; BASSLER et al., 
1991). Até o descobrimento da quitinase de Streptomyces griseus HUT 6037 (OHNO et 
al., 1996) a família 19 era vista como exclusiva de quitinases de plantas. Posteriormente, 
outras quitinases bacterianas da família 19 foram identificadas, incluindo quitinases de 
Burkholderia gladioli, Vibrio cholerae, Haemophilus influenzae, Pseudomonas 
aeruginosa e Aeromonas sp. (HOELL et al., 2006; UEDA et al. 2003).  
Algumas espécies de Aeromonas mesófilas são patógenos oportunistas de 
humanos, associadas a doenças gastrointestinais (JOSEPH, 1996). Apesar disso, muitas 
das quitinases estudadas também são de organismos patogênicos como os citados acima. 
A metagenômica permite a clonagem de genes de interesse, como os das quitinases, em 
outro organismo não patogênico.   
Em contraste, as quitinases da família 18 estão distribuídas em uma grande 
quantidade de organismos, incluindo bactérias, fungos, insetos, mamíferos e vírus 
(SASAKI et al., 2002). Entre as bactérias já foram relatadas quitinases de Aeromonas 
caviae, Aeromonas schubertii, Aeromonas hydrophila (LIU et al., 2009; LIN et al., 
2009; LAN et al. 2006), mas nenhuma estrutura de Aeromonas está depositada no 
―Protein Data Bank- PDB‖. A família 18 das glicosil hidrolase apresenta um motivo 
conservado [DN]-G-[LIVMF]-[DN]-[LIVMF]-[DN]-X-E compreendendo os resíduos 
307 a 314 na quitinase 1 e 309 a 316 na quitinase 3 (Hofmann et al., 1999).  
A quitinase 1 aparenta ser a principal responsável pela atividade em quitina 
coloidal encontrada neste trabalho. Isso pois o menor subclone com atividade, contendo 




fosmídeo, ainda assim, em um menor tempo de incubação, visto que os vetores 
plasmidiais apresentam-se em maior quantidade no organismo hospedeiro. Foram 10 
dias de incubação do clone com fosmídeo e 3 dias do subclone com plasmídeo para 
aparecer o halo de hidrólise. 
A comparação das sequências da quitinase 1 com as do PDB mostrou uma maior 
similaridade a ChiA de Serratia marcescens, 75% de identidade. Os mesmos domínios 
principais são encontrados, uma região N-terminal de ligação a quitina (resíduos 24-
137), um domínio catalítico em barril α/β (resíduos 159-441 e 516-562), e um menor 
domínio de dobra α+β (resíduos 442-515) que aumenta a fenda catalítica aumentando a 
estabilidade do substrato. Poucas são as estruturas de quitinases disponíveis no PDB, 
por isso o modelo construído da quitinase 1 não contém a região C-terminal. 
A região N-terminal da ChiA de S. marcescens consiste de apenas folhas β e é 
capaz de ligar quitina através de resíduos aromáticos expostos. Esses resíduos estão 
presentes também na sequência de Chit92 de A. hydrophila e da quitinase 1. A cadeia de 
quitina interage com Trp33, Trp69, Trp245 e Phe231 que formam uma linha com o 
Trp245 do domínio catalítico (Wang et al., 2003). Na quitinase 1 a Phe231 está 
substituída por um Trp e o Trp245 foi substituído por uma Tyr, mantendo a 
característica de resíduo aromático. Os outros resíduos de triptofano mantiveram-se 
conservados. 
O domínio amino-terminal é conectado por uma região dobrável (resíduos 138-
158) ao domínio de barril α/β. Essa estrutura permite que o domínio N-terminal ocupe 
diferentes posições relativas em solução e possa ligar-se a cadeia de quitina da melhor 
forma (Perrakis et al., 1994).  
O motivo de barril α/β é formado por 8 α-hélices e 8 folhas β que formam uma 
fenda na qual ocorre a reação enzimática. Inserido nesse domínio encontra-se o domínio 
α+β, composto por 5 folhas β e uma α-hélice. Esse motivo estende o comprimento de 
um dos lados da fenda catalítica, contribuindo para a formação da estrutura de um túnel 
catalítico. Zees et al. (2009) observaram que esse domínio é fortemente ácido e sua 
proximidade com o sítio ativo fornece um microambiente mais ácido em torno do 
Glu314, que age como doador de prótons ao intermediário sacarídico durante a reação 
de hidrólise, dessa forma ajudando a manter esse aminoácido em estado ativo 
protonado. Concluem que esse domínio α+β está envolvido com a estabilidade térmica, 




um enzima similar a ChiC de S. marcescens, com respeito ao pH ótimo, falta de 
processividade e preferência catalítica de quitopolímeros maiores. 
A fenda catalítica é aberta para os dois lados sugerindo que a cadeia de quitina 
poderia estender-se do sítio ativo para ambos os lados (Figura 54). Quitinases com alta 
atividade contra quitina cristalina, como ChiA1 de Bacillus circulans e ChiA de S. 
marcescens possuem ligações ao substrato além da fenda. Resíduos aromáticos guiam a 
cadeia de quitina até o centro catalítico (WATANABE et al., 2003) que é clivada a 
partir da ponta redutora. Os resíduos aromáticos conservados que circundam o sítio 
catalítico são encontrados na quitinase 1, Tyr170, Trp167, Trp539, Trp275 e Phe396 
que está substituída por Trp (Figura 46). Isso sugere que a quitinase 1 deve possuir um 
mecanismo de reação similar ao da ChiA de S. marcescens, assim como a quitinase de 
A. caviae e de A. hydrophila.  
Sobre o mecanismo catalítico de ChiA, Perrakis et al. (1994) sugeriram que o 
resíduo catalítico Glu315 está em um ambiente hidrofóbico, rodeado por Phe191, 
Phe316, Met388 e Trp275. Em pH ácido estará protonado e pode ser o doador  em um 
mecanismo de catálise geral ácido-base. Asp391 está em um ambiente mais hidrofílico, 
cercado por Tyr444 e Arg446 e parece estar com carga negativa, o que permite a 
estabilização do intermediário carboxi-ânion. Porém, na estrutura da quitinase 1, a 
Phe316 está substituída por uma Tyr, o que afetará o ambiente hidrofóbico já que uma 
hidroxila será adicionada. Wu et al. (2001) também propõem para a Chi92 de A. 
hydrophila JP101 que Glu315 e Asp391 são os resíduos catalíticos mais importantes e 
Phe191, Trp275, Phe316, Met388, Tyr44 e Arg446 estão envolvidos no mecanismo.  
Um novo mecanismo é proposto por Papanikolau et al. (2001). Na enzima sem o 
substrato, Glu314 está protonado devido a proximidade com Asp312. Quando o 
substrato liga ocorrem mudanças conformacionais na sua estrutura e na da enzima. O 
Asp312 é deslocado e o Glu314 doa seu próton ao O da ligação glicosídica ocorrendo a 
sua clivagem. Uma molécula de água ligada ao Tyr390, a carga negativa do Asp312 e a 
Met387 participam da estabilização do intermediário formado. O Glu314 retira o próton 
da água voltando a sua forma protonada e a hidroxila é tomada pelo C1 do açúcar 
completando a reação. Esse mecanismo se encaixa melhor nas características da 
quitinase 1 visto que todos os resíduos de aminoácidos envolvidos encontram-se 
conservados na sua sequência. 
A ChiA de Serratia marcescens é uma exoquitinase e em particular, uma 




Entretanto, a quitinase de A. caviae produz triacetiltrioses, hexacetilhexoses e quitina 
coloidal como produtos da clivagem de quitina, o que não é observado na ChiA 
sugerindo que as quitinases de Aeromonas, como as encontradas neste trabalho, podem 
ter um mecanismo diferente (WANG et al., 2003; VAN AALTEN et al., 2000). 
As quitinases de Aeromonas possuem uma região C-terminal adicional a 
estrutura de ChiA de S. marcescens. A região C-terminal da ChiA de A. caviae possui 
repetições de cerca de 40 resíduos similares a domínios de ligação de quitina (ChBD) 
em quitinases e domínios de ligação a carboidratos (CBD) em celulases e xilanases. 
ChiA e Chi92 são bastante similares, sendo que Chi92 possui 208 aminoácidos 
denominados região A, entre o domínio catalítico e C-terminal. A quitinase 1 possui 
83% de identidade com Chi92 de A. hydrophila e possui os mesmos domínios. Em 
Chi92 uma região pequena rica em prolina (PPVNKPP) está localizada entre a região A 
e o domínio catalítico, também encontrada na quitinase 1. Muitas polissacaridases 
possuem regiões de ligação entre domínios rica em prolinas e/ou hidroxiaminoácidos 
em Chi92 e na quitinase 1 só é encontrada nessa região (WU et al., 2001).  
Os dois domínios de ligação a quitina são independentes podendo ligar 
especificamente quitina insolúvel e ter alguma afinidade por celulose. Em trabalho de 
Watanabe et al. (1990) é sugerido que uma quitinase encontrada no sobrenadante de B. 
circulans WL-12 foi gerada a partir da quitinase A1 por remoção proteolítica da porção 
C-terminal da enzima. A quitinase A2 não tem forte afinidade a quitina insolúvel, em 
contraste com a quitinase A1. Na região C-terminal da quitinase A1 são encontrados 
segmentos de 95 aminoácidos repetidos que mostram homologia a domínios de 
fibronectina do tipo III.  
 Uma possibilidade de função para a região A é a interação com quitinas solúveis 
segundo Wu et al. (2001). Em trabalho de Wang et al. (2003), a região A também 
mostrou não ter função da ligação de quitina insolúvel, mas tem efeitos na digestão de 
quitina coloidal, solúvel e em quito-oligômeros de baixo peso molecular.  
Brun et al. (1997) propuseram que CBD e alguns ChBD podem formar uma 
nova família pois são sequências repetidas que possuem um motivo conservado 
AKWWTQG, como os ChBD da Chi92 de A. hydrophila, ChiA de A. caviae e da 
quitinase 1 (Figura 55 E 56).  
ChiA e ChiB tem efeitos sinergéticos na degradação da quitina em S. 
marcescens. Portanto, a ChiA de A. caviae, Chit92 de A. hydrophila e a quitinase 1 




essas quitinases digerirem a cadeia de quitina nas duas pontas, redutora e não redutora 
(Wang et al., 2003). 
Essas estruturas contendo os domínios de ChiA de S. marcescens mais domínios 
de ligação a quitina C-terminais, como os da ChiB de S. marcescens sugerem que essas 
enzimas são modulares. As diferentes especificidades de ligação em domínios diferentes 
da quitinase coincidem com o fato de existirem diferentes formas de quitina na natureza, 
dessa forma as bactérias evoluíram para ter sistemas quitinolíticos com quitinases 
diferentes que tem substratos específicos, e com uma mesma quitinase que possui 
diversos domínios de especificidades diferentes (WANG  et al., 2003)    
As análises de localização sugeriram que a quitinase 1 é secretada contendo um 
peptídeo sinal que é clivado entre a Ala23 e Leu24. A ChiA1 de Bacillus circulans que 
possui estrutura similar é secretada no espaço periplasmático da bactéria, possui um 
peptídeo sinal de 15 aminoácidos que é clivado entre Ala32 e 33 quando expressa em E. 
coli e entre Ala40 e 41 quando em B. circulans (WATANABE et al., 1990). 
A quitinase 1 pode ser uma exoquitinase encontrada no periplasma ou ser 
secretada podendo degradar quitina insolúvel e quito-oligômeros menores devido à 
presença de diferentes domínios de ligação a quitina que tem especificidades diferentes. 
Por isso, tem as características necessárias para ser a única responsável pela atividade 
detectada em LA quitina coloidal.  
A Chit 3 apresentou maior identidade com uma quitodextrinase de Aeromonas 
hydrophila subsp. hydrophila. Ela possui domínios catalíticos semelhantes a 
quitodextrinase da biblioteca metagenômica de um lago de Dean Creek nos EUA, que 
possui domínios ChiC e da família 18 (LECLEIR et al., 2006). A Chit 3 possui mais de 
800 aminoácidos, faltam-lhe 124 aminoácidos comparando com a sequência de maior 
similaridade e ainda tem indicações de ser uma enzima secretada pois contém um 
possível peptídeo sinal. Além dos dois domínios acima citados possui dois domínios de 
ligação a quitina na região C-terminal. O alinhamento da sequência de aminoácidos da 
quitinase 3 apresentou maior semelhança com a estrutura do domínio catalítico da 
ChiA1 de Bacillus circulans e da ChiB de Serratia marcescens.  
A ChiB de S. marcescens possui o mesmo domínio catalítico de barril α/β com 
inserção da dobra α+β da ChiA, assim a quitinase 3 teria os mesmos mecanismos de 
catálise da quitinase 1. Porém não possui a região N-terminal de ligação ao substrato, 
somente a região C-terminal. A quitinase 3 possui os resíduos que compõem a fenda 




Ala371, Ser266, Asp312, Thr369, Asp309 e Asp 392 (VAN AALTEN et al. 2000). 
Assim, a quitinase 3 tem similaridades com a ChiB de S. marcescens, podendo ser uma 
exoquitinase encontrada no periplasma ou ser secretada. Não foi possível encontrar um 
códon de início para esse gene, por isso essa proteína não é expressa no fosmídeo ou é 
expressa de forma truncada. Não foi identificada atividade correspondente a ela no meio 
seletivo. Sua sequência poderá ser utilizada futuramente em ensaios de expressão para 
verificar se possui alguma atividade interessante. 
A Chit 2 apresentou um domínio conservado da família 19 mas apresenta 
características diferentes das quitinases bacterianas já encontradas nessa família. A 
quitinase de Aeromonas sp. descrita por Ueda et al. (2003) possui várias características 
que a diferem das demais quitinases bacterianas da família 19, possui massa molecular 
de 72 kDa, sendo bem maior que as enzimas da família 19 de Streptomyces, e dois 
domínios de ligação a quitina, enquanto as quitinases de Streptomyces apresentam 
apenas um. Porém a Chit 2, que apresentou maior similaridade com a endoquitinase 
básica de Aeromonas hydrophila, não corresponde a nenhum dos dois grupos, pois tem 
massa teórica de 68 kDa, próxima a da Aeromonas sp., mas possui um domínio de 
ligação a quitina N-terminal e um possível sítio de ligação a cálcio C-terminal, não 
descrito em outras quitinases. Todas as quitinases da família 19 possuem domínios de 
ligação a quitina na região N-terminal (OHNO et al., 1996).  
Na análise de localização, não apresentou possível peptídeo sinal, mas pode ser 
secretada por outros mecanismos que não envolvam a presença do peptídeo sinal já que 
apresentou similaridades com proteínas secretadas. Em E. coli a maquinaria para esse 
mecanismo consiste em duas proteínas na membrana interna e uma na membrana 
externa, que direcionam a enzima através das membranas sem parar no periplasma, 
como no caso da α- hemolisina (LORY, 1992; WANDERSMAN, 1992; PUGSLEY, 
1993).  
O alinhamento das sequências de Chit 2 e quitinase de Carica papaya, estrutura 
com maior similaridade, indicou regiões conservadas que podem conter as mesmas 
funções nas duas enzimas. Os resíduos catalíticos Glu 67 e Glu 89, correspondentes ao 
Glu204 e Glu226 em Chit 2. Na quitinase de C. papaya existem quatro regiões de 
ligação ao substrato, algumas sendo mantidas em Chit 2, resíduos em volta dos resíduos 
catalíticos His66-Thr69 (em Chit2 a His é substituída por uma Gln203) e Glu89-Arg90 
(a Arg90 é substituída por Met227), resíduos 120 a 124, Ser120, Trp121, Tyr123 e 




helicoidal 198 a 202, Ile198, Asn199, Gly201 e Leu202 (região 353 a 357, a Leu202 é 
substituída por uma Val357) (HUET et al., 2008). Dessas substituições que ocorrem em 
Chit2, a única significativa é a de Arg a Met, as demais são alterações de aminoácidos 
de um mesmo grupo. Um resíduo com cadeia lateral positiva é substituído por um 
apolar contendo um átomo de enxofre, próximo ao provável resíduo catalítico, afetará o 
mecanismo de catálise da quitinase 2 que deve ser diferente do de C. papaya.  
Existem pontes dissulfeto conservadas em quitinases de plantas entre Cys23 e 
Cys85, que em Chit 2 estão substituídas por Val. Cys97-Cys105 e Cys204-Cys236 
podem ocorrer em Chit 2 correspondendo as Cys241, 253, 359 e 394. O motivo 
conservado em quitinases de plantas da família 19, [FHY]-G-R-G-[AP]-X-Q-[IL]-[ST]-
[FHYW]- [HN]-[FY]-NY, presente na fenda de ligação do substrato (HUET et al., 
2008) está presente na quitinase 2 (Figura 44). 
Um domínio similar a lisozima está presente na Chit 2. Quitinases bifuncionais 
que também possuem atividade de lisozima são descritas na classe III de plantas, mas 
duas quitinases de Pseudomonas aeruginosa K-187 também possuem essas atividades. 
Essas enzimas possuem atividade contra bactérias Gram-negativas e Gram-positivas, o 
que é um fenômeno interessante porque quitinases isoladas de bactérias geralmente 
possuem atividade antifúngica enquanto essas enzimas também são capazes de 
antagonizar bactérias (WANG e CHANG, 1997). Poucas bactérias quitinolíticas 
possuem enzimas da família 19 e essas também possuem atividade antifúngica 
(WATANABE et al., 1999; KAWASE  et al., 2006).  
Portanto, a quitinase 2 teria um potencial para ser utilizada como agente 
antifúngico e antibacteriano. Devido a similaridade de sequências aparenta ser uma 
endoquitinase que pode ser secretada, mas não contém peptídeo sinal 
Poucas são as estruturas disponíveis de quitinases da família 19, gêneros 
Streptomyces, Serratia, Bacillus e Vibrio possuem a maior parte das estruturas de 
quitinases bacterianas e nenhuma estrutura pertencente ao gênero Aeromonas está 
disponível. As quitinases 2 e 3 apresentaram menor similaridade com as estruturas 
disponíveis no PDB, cerca de 30% de identidade, assim não foram construídos modelos 
de estruturas para elas.  
A disposição dos genes encontrados nos dois contigs obtidos são similares a 
distribuição dos genes em Aeromonas hydrophila subsp. hydrophila, com exceção do 
gene da Chit 3 que encontra-se em outra região do genoma da Aeromonas. Outros 




quitina. Aeromonas hydrophila SUWA-9 e Vibrionaceae apresentam operon contendo 
genes de quitinases e transportadores tipo ABC que permitem a passagem de 
diacetilquitobiose do periplasma para o citoplasma (LAN et al., 2008; LI e ROSEMAN, 
2004). O gene da Chit 3 encontra-se próximo a genes de transportadores ABC e a uma 
proteína de quimiotaxia no contig 2, podendo todos estar envolvidos na assimilação dos 
carboidratos da quitina. A mesma hipótese pode ser dada aos genes do contig 1, Chit 1 e 
2 e protease. As quitinases são expressas e ainda podem necessitar serem clivadas pela 
protease para ter atividade. Em S. marcescens, a ChiC sofre clivagem proteolítica 
liberando o domínio catalítico ativo (WATANABE et al., 1997; SUZUKI et al., 1999).  
As três quitinases encontradas podem ter diversas aplicações, como na produção 
de N-acetilglucosamina (GlcNAc) e N-acetilquito-oligossacarídeos que são importantes 
na indústria de alimentos, agrícola e de biotecnologia, nas quais podem ser aplicados 
como promotores de crescimento e agentes de biocontrole de patógenos em plantas 
(JUNG et al., 2007), agentes antibacterianos (KOBAYASHI et al, 1990), 
imunoestimuladores (TOKORO et al., 1989) e agentes antitumorais (SUZUKI, 1996). 
Tradicionalmente, quito-oligossacarídeos são processados por métodos químicos 
na indústria, porém esses processos trazem grandes problemas como a produção de 
oligossacarídeos de cadeia curta, baixo rendimento, alto custo na separação, além de 
poluição ambiental. Alternativamente, a hidrólise com quitinase tem baixo custo, 
reprodutibilidade e compatibilidade ambiental.  
A produção de oligômeros de quitina e GlcNAc por hidrólise enzimática tem 
sido reportada, utilizando quitinases derivadas de Serratia marcescens (HAYNES et al., 
1999), Bacillus thuringiensis subsp. pakistani (THAMTHIANKUL et al., 2001), 
Aeromonas hydrophila H2330 (SASHIWA et al., 2002), Trichoderma viride e 
Acremonium cellulolyticus (SASHIWA et al., 2003) e Aeromonas sp. (KUK et al., 
2005a and KUK et al., 2005b). Entretanto essas enzimas não estão disponíveis para 
aplicação comercial em larga escala (WANG et al., 2010).    
Lertcanawanichakul et al. (2004) fizeram estudos para melhorar a eficácia do 
agente de biocontrole de insetos B.t. subsp. israelensis estirpe c4Q272 introduzindo 
plasmídeos recombinantes contendo genes de quitinases de Aeromonas hydrophila ou 
Pseudomonas maltophilia. Dessa forma os genes de quitinase podem ser engenheirados 





Além disso, as enzimas podem ser utilizadas diretamente na formulação de 
antifúngicos independentes da presença de um organismo de biocontrole. Para isso, é 
necessária a produção em larga escala de quitinases, o que pode ser um problema devido 
a atividade de lisozima presente em algumas dessas enzimas. A utilização de conchas de 
crustáceos como substrato para a produção de quitinase de Serratia utilizando 
bioreatores promete diminuir os custos da produção de quitinases (MEJIA-SAULES et 
al., 2006). Ainda a produção industrial de enzimas por fermentação em estado sólido 
pode oferecer vantagens sobre o sistema de fermentação submersa. Dahiya et al. (2005) 
otimizaram a produção de quitinase em fermentação em estado sólido com Enterobacter 
sp. NRG4. 
Esses estudos mostram que é possível utilizar genes de quitinases com 
características interessantes para serem utilizados na produção industrial em grande 
escala. Mais estudos ainda são necessários para determinar as características 
bioquímicas, atividade antifúngica e antibacteriana das três quitinases encontradas e 
concluir se são enzimas com potencial comercial.  
























A utilização de bibliotecas metagenômicas para encontrar genes novos de 
hidrolases mostrou-se de grande valia. Foram encontrados clones com atividade 
proteolítica e quitinolítica na biblioteca metagenômica derivada do solo da lagoa de 
tratamento da indústria Perdigão. 
O fosmídeo recombinante contendo atividade de quitinase foi purificado, 
fragmentado e subclonado em vetores plasmidiais. Os insertos dos dois subclones com 
atividade e alguns sem atividade foram sequenciados. Foram obtidos dois contigs 
maiores.  
A partir dos insertos dos subclones com atividade foi obtido o contig 1 contendo 
dois genes codificando para enzimas quitinolíticas e mais um gene codificando para 
uma possível peptidase. 
O contig 2 foi obtido dos clones sem atividade e contém um gene codificando 
para uma enzima quitinolítica e mais 5 genes completos codificando para uma 
epimerase, transportador tipo ABC, tioesterase e uma proteína de quimiotaxia.  
A quitinase 1 apresentou identidade de 83% com a Chit1 de Aeromonas 
punctata. A análise de sua sequência de aminoácidos indicou que ela pertence a família 
18 das glicosil hidrolases, possui localização periplasmática e domínios de ligação a 
quitina nas regiões N-terminal e C-terminal. Um dos subclones com atividade contém a 
sua sequência mais a sequência da peptidase indicando que a atividade observada no 
meio seletivo deve ser correspondente apenas a quitinase 1. 
A quitinase 2 apresentou identidade de 78% com a endoquitinase básica de A. 
hydrophila. A análise da sequência de aminoácidos indicou que ela pertence a família 
19 das glicosil hidrolases, possui domínio de ligação a quitina apenas na região N-
terminal e um domínio de lisozima que lhe confere um potencial antibacteriano. Como 
não possui peptídeo sinal mas a localização indicada foi extracelular, ela pode ser 
secretada de maneira não convencional. 
A quitinase 3 apresentou identidade de 93% com a quitodextrinase de A. 
hydrophila subsp. hydrophila. Em comparação com a essa sequência faltam-lhe 124 
aminoácidos na região N-terminal, sendo por esse motivo não confirmada presença de 




das glicosil hidrolases, possui localização periplasmática e domínio de ligação a quitina 
apenas na região C-terminal.  
Um modelo de estrutura por homologia foi construído apenas para a quitinase 1 
que apresentou 75% de identidade com a estrutura da ChiA de Serratia marcescens. As 
quitinases 2 e 3 apresentaram menos de 40% de identidade com as estruturas presentes 
no PDB e, dessa forma, não é possível construir modelos de estrutura por homologia. 
O modelo construído para a quitinase 1 foi validado e indicou que essa enzima 
possui os mesmos domínios principais da ChiA de S. marcescens, existindo a 
possibilidade de apresentar um mecanismo catalítico também semelhante, de 
exoquitinase. Ainda possui domínios C-terminais de ligação a quitina semelhantes a 
quitinases de Aeromonas sp.. 
Dessa forma, as três enzimas podem ter aplicações diversas tanto na utilização 
como antifúngicos ou antibacterianos, como na produção de derivados de quitina que 
são utilizados na indústria agrícola, biotecnológica e de alimentos. Ainda são 
necessários mais estudos para definir as reais características bioquímicas e biológicas 
das três quitinases e definir se possuem potencial para serem engenheiradas e 
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